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ATP: adenosina-5’-trifosfato.  
cAMP: adenosina-5’-monofosfato cíclica. 
CFP: proteína fluorescente cian. 
C-terminal: carboxilo terminal. 
Da: Dalton 
DBP: proteína de unión a DNA de cadena doble. 
DC: dicroísmo circular. 
DNA: ácido desoxirribonucleico. 
DO: densidad óptica. 
DSS: disuccinimidil suberato. 
DTT: ditiotreitol. 
EDTA: etilén diamino tetracetato. 
FITC: isotiocianato de fluoresceína. 
GFP: proteína fluorescente verde. 
GTP: guanosina-5’-trifosfato. 









MOI: multiplicidad de infección. 
N-terminal: amino terminal. 
PAGE: electroforesis en gel de poliacrilamida. 
pb: par(es) de bases. 
PBS: tampón fosfato salino. 
PCR: reacción en cadena de la polimerasa. 
PFU: unidades formadoras de placa de lisis. 
(p/v): peso/volumen. 
r.p.m.: revoluciones por minuto. 
SDS: dodecil sulfato sódico. 
SSB: proteína de unión a DNA de cadena sencilla. 
TP: proteína terminal. 
Tris: trihidroximetil aminometano. 
(v/v): volumen/volumen. 
wt: tipo silvestre. 
















































Bacillus subtilis bacteriophage φ29 is a well-studied virus used as a model 
organism to expand knowledge in aspects concerning to DNA replication and 
transcription. However, little is known about the in vivo organization of phage φ29 
DNA replication and the proteins involved in this process. 
Phage φ29 proteins p1 and p17 are known to be required for DNA replication in 
vivo but their temporal and spatial organizations in infected cells have not yet been 
determined. Although the role of p17 in viral DNA replication in vivo has been partially 
elucidated, phage φ29 protein p1 function remained elusive.  
Protein p1 is a membrane-associated protein that forms large protofilament 
sheets that resemble eukaryotic tubulin and bacterial FtsZ polymers. In the absence of 
protein p1, phage φ29 DNA replication is impaired. In this Thesis, it is shown that a 
functional fusion of protein p1 to YFP localizes at the medial region of B. subtilis cells 
independently of other phage-encoded proteins. Moreover, protein p1 colocalizes with 
the B. subtilis cell division protein FtsZ and these proteins are associated in a complex. 
Importantly, the midcell localization of YFP-p1 was disrupted in a strain that does not 
express FtsZ, and the fluorescent signal was distributed all over the cell. Depletion of 
penicillin-binding protein 2B (PBP2B) in B. subtilis cells did not affect the subcellular 
localization of YFP-p1, indicating that its distribution does not depend on septal wall 
synthesis. Interestingly, when φ29 protein p1 was expressed, B. subtilis cells were about 
1.5-fold longer than wild type cells, and the accumulation of φ29 DNA was higher in 
mutant B. subtilis cells with increased length. We propose that protein p1 promotes viral 
DNA replication by increasing the length of B. subtilis cells. 
By using a bacterial two hybrids system, we have shown that protein p1 
associates with protein p17 in vivo. Apart from its role in DNA replication, protein p17 
is required for the entrance of viral DNA into the cell during the injection process. In 
this Thesis, it has been observed that p17 localizes in a helical pattern along the whole 
B. subtilis cell in the absence of other viral components. Also, this localization does not 
require the cytoskeletal proteins MreB, Mbl or MreBH. The helix-like localization of 
p17 and its association with the viral protein p16.7, which also distributes in a helical 
manner, might reflect another role for protein p17, stabilizing p16.7 to redistribute viral 
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La duplicación del material genético o replicación de los ácidos nucleicos es un 
proceso fundamental para la existencia de la vida y la perpetuación de los seres vivos. 
Debido a su importancia, se ha estudiado durante décadas el mecanismo natural de 
generación de copias de material genético, ya sea en organismos eucariotas o 
procariotas, y algunos de estos organismos en los que se ha investigado se han 
establecido, con el tiempo, como organismos modelo para dichos estudios. Dos de los 
organismos modelo procarióticos mejor conocidos a nivel de la replicación del DNA y 
otros aspectos de su ciclo vital son el bacteriófago φ29 y su hospedador natural, la 
bacteria Bacillus subtilis, los cuales son objeto de estudio en esta tesis. 
B. subtilis es una bacteria Gram-positiva que se puede encontrar en su forma 
vegetativa asociada a materia orgánica en descomposición en el suelo (Siala, 1974), 
puede crecer en superficies radiculares de plantas (Bais et al., 2004; Rudrappa et al., 
2007), que se puede hallar también en ambientes acuáticos (El-Helow, 2001; Miranda et 
al., 2008) y en el tracto gastrointestinal de animales (Hong et al., 2005; Leser et al., 
2008; Tam et al., 2006). A pesar de que B. subtilis ha sido generalmente clasificado 
como aeróbico, puede crecer y esporular lentamente bajo condiciones estrictamente 
anaeróbicas (Priest, 1993). B. subtilis también se puede encontrar en preparados de 
comida fermentada, como por ejemplo la soja fermentada con B. subtilis natto (Inatsu et 
al., 2006).  
Según las condiciones ambientales, B. subtilis puede crecer de forma 
exponencial o bien, cuando los nutrientes son escasos, cambiar la expresión de su 
programa genético y desarrollar formas móviles, entrar en competencia o activar la vía 
de esporulación para permanecer quiescente en forma de espora hasta que las 
condiciones ambientales vuelvan a ser favorables para el crecimiento. Todo ello, unido 
a la facilidad de su crecimiento en el laboratorio, hace de esta bacteria un buen modelo 
para estudiar los procesos de replicación del DNA, la diferenciación celular, la 
competencia o la formación de estructuras de locomoción. Además, B. subtilis es capaz 
de formar superficies de células embebidas en la matriz extracelular que producen 
(biofilms) (Vlamakis et al., 2013) y puede presentar el fenómeno de “biestabilidad” 
(Dubnau and Losick, 2006; Maamar and Dubnau, 2005), según el cual dos 
subpoblaciones diferentes coexisten dependiendo del programa genético activo en cada 
una de ellas, lo que supone una ventaja de supervivencia frente a cambios en las 
condiciones ambientales.  
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1- Replicación del DNA y división celular en Bacillus subtilis 
  
1.1- Replicación del DNA en B. subtilis 
 
B. subtilis tiene un genoma de 4,2 mega pares de bases organizado en un 
cromosoma circular de DNA de doble cadena, que contiene unos 4100 genes (Kunst et 
al., 1997). La replicación de este cromosoma comienza en un sitio único, denominado 
OriC, y tiene lugar bidireccionalmente, de tal forma que una horquilla de replicación se 
desplaza en el sentido de las agujas del reloj y la otra horquilla en sentido contrario, 
hasta que se alcanza la zona opuesta del cromosoma, que contiene las secuencias cortas 
de DNA que promueven la detención de la replicación (los sitios Ter, ver más adelante). 
 
1.1.1- Iniciación de la replicación en B. subtilis 
 
El inicio del proceso replicativo se produce cuando la proteína iniciadora DnaA 
(presente en todos los genomas de Eubacterias analizados (Robinson et al., 2012; 
Skarstad and Boye, 1994)) se une a secuencias específicas del OriC (cajas dnaA), que 
inducen una unión cooperativa de moléculas de DnaA a sitios cercanos ricos en bases 
A-T, promoviendo la apertura de la doble hebra de DNA (Fukuoka et al., 1990; Krause 
et al., 1997). Las proteínas DnaB, DnaD y DnaI inducen la unión de la helicasa DnaC a 
la cadena sencilla de DNA en el OriC (Smits et al., 2010; Velten et al., 2003). En 
particular, DnaB está implicada en la unión de DnaA con la membrana celular y 
también juega un papel compactando lateralmente el DNA (Zhang et al., 2005). A su 
vez, DnaD produce una curvatura en el DNA, elimina la torsión y abre la doble hélice 
(Turner et al., 2004; Zhang et al., 2006; Zhang et al., 2005; Zhang et al., 2008). La 
primasa DnaG se asocia con la helicasa replicativa DnaC para formar, junto con las 
proteínas anteriormente mencionadas, el primosoma, que abrirá la doble cadena de 
DNA y sintetizará los cebadores de RNA a lo largo de la cadena sencilla de DNA. Para 
mantener la doble cadena abierta y que la cadena sencilla no adopte estructura 
secundaria o se vuelva a unir a la hebra complementaria, B. subtilis, al igual que otros 
organismos, utiliza una proteína de unión a banda sencilla (SSB). En el caso de B. 
subtilis, se conocen dos proteínas SSB, la proteína denominada SSB y la denominada 
YwpH (SsbB), siendo la primera esencial para la supervivencia celular (Kobayashi et 
al., 2003). La transcripción del gen que codifica SSB es alta en células que crecen 
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rápidamente, mientras que la del gen que codifica SsbB está fuertemente inducida 
durante el desarrollo de la competencia y se requiere para una competencia óptima 
(Berka et al., 2002; Hahn et al., 2005; Lindner et al., 2004). SSB tiene un papel central 
en el reclutamiento de proteínas a la horquilla de replicación. Se ha descrito que el 
extremo C-terminal de SSB mantiene una red de interacciones que incluyen a 12 
proteínas que localizan en la horquilla de replicación (Costes et al., 2010). 
Una vez formado el primosoma y sintetizado el cebador de RNA, las DNA 
polimerasas sintetizarán la nueva cadena de ácido nucleico. En B. subtilis existen dos 
polimerasas esenciales para la replicación del DNA, la DNA polimerasa III (codificada 
por el gen polC) y la DNA polimerasa DnaE (Dervyn et al., 2001; Gass and Cozzarelli, 
1973). La DNA polimerasa III o PolC contiene el sitio activo de polimerización en el 
extremo C-terminal, y el centro activo corrector de errores con actividad exonucleasa se 
sitúa en el dominio N-terminal (Barnes et al., 1992; Sanjanwala and Ganesan, 1989, 
1991), mientras que DnaE no tiene asociada actividad exonucleasa y puede sintetizar 
DNA in vitro en muchos tipos de lesiones de DNA que generalmente bloquean otras 
polimerasas replicativas (Bruck et al., 2003; Le Chatelier et al., 2004). Ambas 
polimerasas llevan a cabo la replicación del DNA en B. subtilis de forma 
complementaria y se ha propuesto que PolC y DnaE tienen diferentes papeles en la 
síntesis de la cadena líder y la cadena retrasada (Dervyn et al., 2001). De hecho, se ha 
descrito que DnaE sintetiza primero el DNA a partir de los cebadores de RNA en la 
hebra retrasada y PolC continúa posteriormente la elongación (Sanders et al., 2010). 
Además de estas dos polimerasas, la DNA polimerasa I retira los segmentos de RNA y 
sintetiza el DNA de los fragmentos de Okazaki (Tamanoi et al., 1977), que serán unidos 
por la DNA ligasa. 
La replicación del cromosoma bacteriano está finamente regulada para asegurar 
que el inicio de la replicación ocurra sólo una vez por ciclo celular (Boye et al., 2000). 
En particular, en B. subtilis, Spo0J y Soj son componentes del sistema ParA-ParB-parS 
(Ogasawara and Yoshikawa, 1992), implicado en la segregación del DNA genómico de 
B. subtilis, y juegan un papel también en la iniciación de la replicación del DNA. Se 
sabe que la inactivación de Soj (ParA) o de Soj y Spo0J provoca iniciaciones de la 
replicación por encima del nivel normal (Lee and Grossman, 2006). Soj interacciona 
con DnaA e inhibe la iniciación de la replicación (Murray and Errington, 2008), ya que 
regula el ensamblaje del complejo helicoidal de DnaA sobre el origen de replicación 
(Scholefield et al., 2012). La proteína Spo0J inhibe la dimerización de Soj mediante la 
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estimulación de su actividad ATPasa (Scholefield et al., 2011) y de esta manera 
controla la función de Soj sobre DnaA, regulando así la iniciación de la replicación del 
cromosoma bacteriano. Además, se ha observado que la unión de Spo0J sobre la región 
parS, que se encuentra posicionada cerca del OriC, causa la interacción de las proteínas 
SMC (mantenimiento estructural del cromosoma) (Sullivan et al., 2009) sobre esta zona 
del DNA.  
Por otro lado, la proteína YabA se une a DnaA y a DnaN para formar un 
complejo ternario que regula la iniciación de la replicación, posiblemente secuestrando 
DnaA y evitando su proximidad a los orígenes de replicación justo después de la 
iniciación, impidiendo así posibles reiniciaciones (Noirot-Gros et al., 2006; Soufo et al., 
2008). Se sabe que YabA se asocia in vivo con la región del OriC de forma dependiente 
de DnaA y limita la cantidad de DnaA en el OriC (Merrikh and Grossman, 2011). 
 
1.1.2- Localización de la maquinaria replicativa en B. subtilis 
 
La fusión de la polimerasa PolC de B. subtilis con la proteína verde fluorescente 
(GFP) sirvió para observar la localización intracelular de dicha polimerasa. Por medio 
de esta aproximación experimental Lemon y Grossman (Lemon and Grossman, 1998) 
demostraron que durante el crecimiento exponencial de B. subtilis, la DNA polimerasa 
localizaba en posiciones intracelulares discretas, predominantemente en la mitad celular 
o en sus alrededores, en lugar de estar distribuida por todo el nucleoide (ver Fig. 1 ii-v). 
Además comprobaron que los componentes δ’ y τ de la polimerasa III holoenzima 
fusionados a GFP localizaban de manera similar a como lo hacía la fusión PolC-GFP. 
Por otra parte, se ha observado que el replisoma localiza en el centro de la célula de 
manera estacionaria, y ese lugar constituye el sitio de síntesis del DNA (Lemon and 
Grossman, 2000), lo que indica que es el DNA el que se mueve durante la replicación, 
mientras que la DNA polimerasa se mantiene fija en el centro celular (Fig. 1 ii-v). 
Mediante técnicas de inmunofluorescencia se detectaron las proteínas DnaB y DnaI 
como focos localizados cerca del límite del nucleoide o bien en la región del OriC 
durante la iniciación de la replicación (Imai et al., 2000). Además, mediante el uso de 
secuencias de unión de la proteína LacI insertadas en las regiones OriC y Ter y la 
expresión de la proteína de fusión GFP-LacI, se pudo observar que las regiones OriC se 
encuentran en los polos celulares de manera temprana en el ciclo celular (Fig. 1, iii-v), 

















Fig. 1. Replicación del DNA genómico en B. subtilis. La bacteria (i) sintetiza las DNA polimerasas 
(representadas en amarillo) (ii), que localizan en el nucleoide (hebras azules) y comienzan a replicar el 
DNA a partir de la región del OriC (rectángulo verde), situada en el centro de la célula (ii). El nuevo 
DNA recién sintetizado (hebra roja) se segrega hacia los polos de la bacteria, siguiendo un patrón 
helicoidal (iii), mientras que las DNA polimerasas, que forman parte del replisoma, se mantienen fijas en 
zonas centrales de la célula. La región de terminación de la replicación (rectángulo naranja) se acerca a 
zonas centrales, mientras el DNA recién sintetizado se sigue segregando helicoidalmente hacia los polos 
celulares y la bacteria crece longitudinalmente (iv y v). Cuando el DNA ha terminado de replicarse, se 
forma un septo en mitad de la célula madre (vi). Finalmente, la célula se divide en dos para generar dos 
células hijas (vii). 
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mientras que las regiones Ter fueron observadas hacia la mitad celular (Webb et al., 
1997) (Fig. 1, iv y v). En un estudio por time-lapse se determinó que las regiones recién 
replicadas del OriC se separan y se mueven rápidamente hacia los polos celulares desde 
la región central de la célula (Webb et al., 1998). Resultados complementarios fueron 
obtenidos por Berlatzky et al. (2008). Estos autores observaron que el DNA 
cromosómico recién replicado era translocado siguiendo un patrón helicoidal desde la 
mitad de la célula hasta los polos, donde se acumulaba (ver Fig. 1, iii-v). 
 
1.1.3- Terminación de la replicación en B. subtilis 
 
Clásicamente, la terminación de la replicación del DNA genómico en B. subtilis 
ocurre cuando las horquillas de replicación alcanzan la región cromosómica que 
contiene los sitios Ter, que están ubicados en la región opuesta al OriC. A estos sitios se 
une la proteína RTP (replication termination protein, de 122 aminoácidos) (Lewis et 
al., 1989) y, de esta forma, el complejo nucleoproteico RTP-Ter bloquea las horquillas 
de replicación, produciéndose la terminación. Los sitios Ter son secuencias de 30 pb 
compuestas por dos hemisecuencias de 16 pb que se solapan en un trinucleótido 
altamente conservado (Lewis et al., 1990). La proteína RTP forma un dímero que se 
asocia a una mitad del sitio Ter con alta afinidad. A la hemisecuencia restante se une 
otro dímero cuando ya se ha unido el anterior. La interacción de RTP con los sitios Ter 
causa una curvatura de 30 grados en el DNA (Kralicek et al., 1997), impidiendo la 
replicación en un sentido, pero permitiendo la replicación en el sentido opuesto 
(Griffiths et al., 1998). Solamente cuando los dos sitios de la secuencia Ter están 
ocupados por la proteína RTP, se produce el bloqueo de la horquilla de replicación 
(Duggin et al., 1999). De esta manera, el mecanismo que lleva al bloqueo de la 
horquilla de replicación por el complejo RTP-Ter se basa en la unión cooperativa entre 
dos dímeros RTP que se unen a un sitio de alta y a otro de baja afinidad dentro de la 
secuencia Ter. Se sabe que la unión de RTP es cooperativa ya que el dímero no se une 
al sitio de menor afinidad hasta que no se haya unido anteriormente un dímero al sitio 
de alta afinidad. Además, la unión de RTP solamente al sitio de mayor afinidad es 
incapaz de detener la helicasa replicativa. RTP se une al DNA por medio de un motivo 
winged-helix (Gajiwala and Burley, 2000) y se cree que estos motivos facilitan la 
cooperatividad de la unión (Manna et al., 1996; Wilce et al., 2001). El bloqueo de la 
replicación sólo ocurre cuando la helicasa replicativa se aproxima al dímero RTP por el 
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lado donde se encuentra el sitio de mayor afinidad. Pero cuando la helicasa replicativa 
se acerca al sitio de baja afinidad, es capaz de desplazar a la RTP unida y pasar por el 
complejo terminador (Smith and Wake, 1992).  
En los últimos años se ha postulado la hipótesis de los terminadores dif 
(Hendrickson and Lawrence, 2007) para explicar la terminación de la replicación. Esta 
hipótesis alternativa sugiere que el bloqueo de la horquilla de replicación ocurre en los 
sitios dif o en sus proximidades, tanto en B. subtilis como en Escherichia coli, y no 
estaría controlado por los sitios Ter. Los sitios dif son secuencias de 28 pb muy 
conservadas en bacteria (Carnoy and Roten, 2009; Kono et al., 2011; Val et al., 2008) y 
que se localizan cerca de la región clásica de terminación de la replicación (Blakely et 
al., 1993; Clerget, 1991), en la que tiene lugar la recombinación específica de sitio 
(Duggin et al., 2008). 
 
1.2- División celular en B. subtilis 
 
Para generar dos células hijas, además de producirse la replicación del DNA, la 
célula progenitora tiene que crecer y finalmente dividirse en dos. En B. subtilis, en el 
proceso de división celular o citocinesis se organizará inicialmente, en mitad de la 
célula, un anillo formado por alrededor de una docena de proteínas distintas (el 
divisoma) y finalmente se constituirá un septo que separará las dos células hijas 
(extensamente revisado en Adams and Errington, 2009; Erickson et al., 2010; Harry et 
al., 2006; Huang et al., 2013; Lutkenhaus et al., 2012). Para iniciar el proceso de 
división celular bacteriana la proteína FtsZ se ensambla en una estructura anular 
asociada a la membrana plasmática de la bacteria y forma lo que se ha denominado el 
anillo Z. FtsZ es una proteína presente en casi todas las bacterias, a excepción de las 
bacterias de la familia Chlamydiaceae (Vaughan et al., 2004), que son de vida 
intracelular obligada, y de las bacterias de vida libre Ureaplasma urealyticum (Glass et 
al., 2000) y Pirellula sp. strain 1 (Glockner et al., 2003). FtsZ también está presente en 
muchas Arqueas (Vaughan et al., 2004), así como en cloroplastos de plantas y en 
mitocondrias de algunos eucariotas inferiores (Kiefel et al., 2004; Osteryoung and 
Nunnari, 2003). A pesar de tener muy poca homología de secuencia con la tubulina 
eucariótica (<20% de identidad de secuencia (Erickson, 1995; Weiss, 2004)), que forma 
los microtúbulos, FtsZ muestra una estructura tridimensional muy parecida a la de las 
subunidades de tubulina, por lo que se considera su homólogo ancestral (Nogales et al., 
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1998), y también une y es capaz de hidrolizar GTP (de Boer et al., 1992; Mukherjee et 
al., 1993; RayChaudhuri and Park, 1992). En presencia de GTP, FtsZ se ensambla 
reversiblemente en protofilamentos in vitro que, al microscopio electrónico, se parecen 
a los protofilamentos que forman los microtúbulos (Erickson and Stoffler, 1996; 
Erickson et al., 1996). FtsZ, a diferencia de la tubulina, no tiene isoformas y se une 
monómero con monómero en lugar de realizar uniones entre heterodímeros, y por tanto 
la unidad básica de ensamblaje es un filamento de una sola subunidad de grosor (Chen 
et al., 2005; Mukherjee and Lutkenhaus, 1994). FtsZ y tubulina difieren en sus 
superficies laterales para interaccionar entre protofilamentos y ensamblar en estructuras 
de niveles superiores (Nogales et al., 1998) y, de hecho, FtsZ forma megaestructuras 
distintas a los microtúbulos in vivo. La autoasociación de FtsZ es necesaria para que las 
demás proteínas implicadas en la formación del divisoma se asocien y pueda tener lugar 
la división celular. Se ha descrito que todas las proteínas del divisoma conocidas 
dependen de FtsZ para su localización en el sitio de división y que la localización de 
FtsZ en el sitio de división es independiente de cualquiera de las otras proteínas del 
divisoma (Addinall et al., 1996; Errington et al., 2003).  
Se conocen alrededor de 24 proteínas asociadas a división celular en B. subtilis y 
se pueden dividir en tres grupos:  
(a) las proteínas que constituyen el divisoma y que están directamente 
involucradas en la construcción del septo: DivIB, DivIC, EzrA, FtsA, FtsL, FtsW, FtsZ, 
GpsB/YpsB, PBP1, PBP2B, SepF y ZapA.  
(b) las proteínas que regulan el ensamblaje del divisoma: ClpX, DivIVA, MciZ, 
MinC, MinD, MinJ, Noc, UgtP e YneA.  
(c) las proteínas cuya función es coordinar la formación del septo con la 
segregación cromosómica: SpoIIIE y SftA. Por último, SpoIIE es una proteína 
transmembrana requerida para la formación del septo que se produce en uno de los 
polos cuando la bacteria esporula (Gueiros-Filho, 2012).  
Dentro de las proteínas que forman el divisoma, se ha descrito que la unión de 
éstas ocurre en dos etapas separadas temporalmente en B. subtilis (Gamba et al., 2009) 
(ver Fig. 2). Las proteínas que se unen de forma temprana son: FtsZ, FtsA, ZapA y 
SepF. FtsZ es esencial para que se forme el anillo Z y sus características más relevantes 
se han descrito brevemente con anterioridad. FtsA es la segunda proteína de división 
celular bacteriana más conservada, después de FtsZ, y pertenece a la superfamilia de 
proteínas de unión a ATP, que incluye actina, MreB, Hsp70 y hexoquinasa. La 
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determinación de la estructura cristalina de la FtsA de Thermotoga maritima reveló que 
es muy similar a actina (van den Ent and Lowe, 2000) y estudios bioquímicos 
mostraron que es capaz de hidrolizar ATP (Feucht et al., 2001). FtsA es la principal 
proteína que facilita la interacción de FtsZ con la membrana (Pichoff and Lutkenhaus, 
2005) y parece que FtsA es capaz de interaccionar con FtsZ antes del inicio de la 
formación del anillo Z y, por tanto, es requerida para un ensamblaje eficiente de dicho 
anillo (Jensen et al., 2005). 
 
 
Fig. 2. El ensamblaje del divisoma ocurre en dos etapas en B. subtilis. En la primera etapa FtsZ 
interacciona con FtsA para asociarse a la membrana, ZapA promueve la formación de uniones entre 
monómeros de FtsZ, SepF se asocia con FtsZ y EzrA impide la formación de anillos Z extra. En la 
segunda etapa, las demás proteínas formadoras del divisoma se unen para ensamblar el divisoma 
completo y sintetizar finalmente el septo que separará las células hijas. 
 
La proteína SepF también juega un papel en el ensamblaje del anillo Z. De 
hecho, esta proteína interacciona con FtsZ y promueve el ensamblaje de polímeros de 
FtsZ (Gundogdu et al., 2011; Singh et al., 2008). EzrA, por su parte, es un inhibidor de 
la formación de anillos Z, ya que la deleción del gen que codifica esta proteína en B. 
subtilis provoca la formación extra de anillos Z incluso cuando los niveles de FtsZ son 
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bajos (Levin et al., 1999). Además, la síntesis de EzrA en niveles superiores a lo 
normal, puede inhibir el anillo Z (Haeusser et al., 2004). Finalmente, ZapA es capaz de 
promover el ensamblaje de FtsZ para formar el anillo Z (Gueiros-Filho and Losick, 
2002). 
En B. subtilis se conocen siete proteínas que son reclutadas al divisoma de 
manera tardía durante su ensamblaje y ninguna de ellas parece unirse directamente a 
FtsZ. DivIB, DivIC y FtsL interaccionan formando un complejo ternario que uniría 
PBP2B para localizar la maquinaria de síntesis del peptidoglicano en el sitio de división 
(Gueiros-Filho, 2012). De esta manera, la proteína PBP2B podría llevar a cabo su 
actividad transpeptidasa para la síntesis de la pared del septo en el sitio de división. Se 
sabe que las células de B. subtilis que no sintetizan PBP2B tienen bloqueada la 
formación del septo, pero no tienen afectada la elongación celular (Daniel et al., 2000; 
Yanouri et al., 1993). Otra proteína que está implicada en la formación de la pared 
celular en el divisoma es la proteína PBP1, una enzima bifuncional que tiene actividad 
transglicosilasa y transpeptidasa y que es codificada por el gen ponA (Yanouri et al., 
1993). FtsW tiene varios dominios transmembrana y se ha propuesto como un 
transportador de precursores de peptidoglicano (Mohammadi et al., 2011). 
En B. subtilis existen dos sistemas para asegurar una correcta división, que 
ajustan la segregación cromosómica y la citocinesis para que la división ocurra sólo en 
el sitio correcto: el sistema Min y el sistema de oclusión del nucleoide (NO) (revisados 
en Bramkamp and van Baarle, 2009; Wu and Errington, 2012). 
El sistema Min se compone de las proteínas MinC, MinD, MinJ y DivIVA y 
entre todas ellas aseguran que la división celular ocurra en la región central de la 
bacteria, impidiendo que se divida en regiones polares, que producirían mini células. El 
sistema Min previene el ensamblaje del anillo Z cerca de los polos por medio de la 
regulación espacial del antagonista de FtsZ, MinC, que interacciona con MinD 
formando un complejo capaz de inhibir la formación del anillo Z en el sitio específico 
donde se encuentran (Lutkenhaus, 2007). MinC se une a dos regiones de FtsZ (Blasios 
et al., 2013) para inhibir la división, mientras que MinD localiza y concentra MinC en 
la membrana citoplasmática (Marston and Errington, 1999). La proteína DivIVA 
localiza preferentemente en membranas con curvatura negativa generadas por el inicio 
de la citocinesis (Eswaramoorthy et al., 2011) y concentra el complejo MinCD en los 
polos, disminuyendo la presencia de este complejo en la región central de la célula. Por 
último, MinJ es una proteína integral de membrana con un dominio que une DivIVA y 
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MinD y sirve de puente entre estas dos proteínas (Bramkamp et al., 2008; Patrick and 
Kearns, 2008).  
Por otra parte, el sistema de oclusión del nucleoide controla que la división 
celular no ocurra en el lugar donde se encuentra el DNA cromosómico, impidiendo de 
esta manera que el cromosoma bacteriano sea fragmentado por la formación del septo y 
la división celular. El primer efector descubierto fue Noc (Wu and Errington, 2004). 
Bajo diversas condiciones en las que el ciclo celular fue perturbado, se determinó que 
Noc impedía el ensamblaje de la maquinaria de división en los alrededores del 
nucleoide, y que la deleción del gen noc permitía que el septo se formase sobre 
nucleoides todavía no segregados (Wu and Errington, 2004). Experimentos de 
precipitación de cromatina han mostrado que Noc se une a unas 70 repeticiones 
invertidas de 14 pb repartidas por el DNA cromosómico de B. subtilis, pero ausentes en 
la región Ter y zonas aledañas (Wu et al., 2009). Por tanto, sólo cuando en la región 
central de la célula se encuentra la región Ter (i. e. cuando está terminando la 
replicación del cromosoma), la proteína Noc pierde su capacidad de inhibir la división 
celular, pues no se encuentra unida a la región contigua a los sitios Ter. Recientemente, 
en esporas de B. subtilis recién germinadas que carecían de los sistemas Min y NO, se 
ha observado que, aunque retrasada, la división todavía ocurría principalmente en la 
mitad celular (Rodrigues and Harry, 2012), por lo que parece existir algún factor 
adicional, todavía no identificado, que  ayuda a posicionar el anillo Z en mitad de la 
célula. 
 
2- El bacteriófago φ29: organización genética y transcripcional y replicación del 
DNA  
 
El bacteriófago φ29 es un virus icosaédrico perteneciente a la familia 
Podoviridae (fagos con cola corta y gruesa), dentro del orden Caudovirales (fagos con 
cola) (Ackermann, 1998) e infecta la bacteria B. subtilis desarrollando, en condiciones 
de laboratorio, un ciclo lítico en alrededor de 50 min a 37 ºC. Su material genético es 
una doble cadena de DNA lineal de 19.285 pb (Vlcek and Paces, 1986) que contiene 
unos veinte genes y cada extremo de este DNA tiene unida covalentemente una 
molécula de proteína terminal (Salas et al., 1978), producto del gen 3 del genoma del 
fago φ29. Este organismo modelo ha sido estudiado en profundidad en biología 
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molecular y se conocen muchos detalles de la replicación de su DNA, de su 
transcripción y de su morfogénesis. 
 
2.1- Organización genética y transcripcional del DNA de φ29 
 
En el genoma de φ29 hay tres regiones diferenciadas transcripcionalmente: dos 
regiones que comprenden los genes de expresión temprana, ubicadas en los extremos, y 
una región con los genes de expresión tardía, localizada en la región media del genoma. 
El operón temprano del extremo izquierdo se transcribe desde los promotores A2b y A2c 
y el que está localizado en el extremo derecho, desde el promotor C2.  
El operón temprano del extremo izquierdo contiene los genes 56, 1, 2, 3, 4, 5 y 
6. Salvo el gen 4, los demás genes están implicados en la replicación del DNA de φ29. 
Entre ellos, los genes 2, 3, 5 y 6 son esenciales para la replicación del DNA de φ29 in 
vivo (Meijer et al., 2001a; Salas, 1991, 1999). El gen 4, codifica la proteína p4, que es el 
regulador transcripcional fundamental para el paso de la transcripción temprana a tardía 
(Barthelemy et al., 1987). El gen 56 codifica la proteína p56, cuya función es inhibir la 
uracil-DNA glicosilasa de B. subtilis, que elimina el uracilo presente de forma anómala 
en el DNA viral. Posteriormente, la AP endonucleasa produce cortes en la cadena de 
DNA. Así, la proteína p56 previene la ruptura de la cadena de DNA de φ29 en los 
intermedios de replicación (Serrano-Heras et al., 2008; Serrano-Heras et al., 2007). El 
gen 1 codifica la proteína p1, que es sujeto de estudio en esta tesis y se describe más 
adelante. El gen 2 codifica la proteína p2, que es la DNA polimerasa que replica el 
DNA viral. El gen 3 codifica la proteína p3 o proteína terminal (TP), que actúa como 
cebador proteico en la iniciación de la replicación del DNA de φ29 y permanece unida 
covalentemente a cada extremo 5’ del DNA viral. Por su parte, las proteínas p5 y p6 son 
codificadas por los genes 5 y 6, respectivamente. La proteína p5 es la proteína de unión 
a DNA de banda sencilla, mientras que la proteína p6 es la proteína de unión a DNA de 
cadena doble y tiene un papel clave en la iniciación de la replicación del DNA viral. 
El operón temprano del extremo derecho es el primero en ser transcrito, incluso 
antes de que se complete toda la inyección del genoma del fago dentro de la célula 
(González-Huici et al., 2006), y contiene los genes que codifican las proteínas p17 y 
p16.7. Estas dos proteínas están implicadas en la inyección del genoma de φ29 dentro 
de la célula durante la infección (Alcorlo et al., 2007; González-Huici et al., 2004b) y 
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tienen un papel en la replicación del DNA viral (González-Huici et al., 2004a; 
González-Huici et al., 2006; Meijer et al., 2000; Meijer et al., 2001b; Muñoz-Espín et 
al., 2009; Serna-Rico et al., 2003; Serna-Rico et al., 2002). La proteína p17 también ha 
sido objeto de estudio durante esta tesis (ver más adelante). Además de los genes 17 y 
16.7, en este operón existen las fases de lectura abierta 16.9, 16.8, 16.6 y 16.5. 
El operón que contiene los genes de transcripción tardía codifica las proteínas 
estructurales del fago, las implicadas en la morfogénesis y en la lisis celular. En 
concreto, contiene los genes 7 a 16. Entre estos genes, cabe mencionar el gen 14, que 
codifica la proteína p14 u holina (Steiner et al., 1993). Esta proteína produce la lisis de 
la bacteria al final del ciclo viral. Cuando es necesario estudiar el fago φ29 en fases 
tardías de su ciclo viral, se utiliza el bacteriófago mutante φ29 sus14(1242), que tiene 
una mutación sin sentido que imposibilita la síntesis de la proteína p14 en células no 
supresoras de B. subtilis y, por tanto, estas células infectadas presentan una lisis tardía. 
 
56     1                2                        3           4        5        6    !
Operón tardío (genes 7 a 16)!A3! TD1!








Fig. 3. Organización genética y transcripcional del genoma del bacteriófago φ29. En color, se han 
destacado los genes tempranos, todos implicados en la replicación del DNA viral, a excepción del gen 4, 
que está implicado en la regulación transcripcional. Las flechas blancas en el operón temprano derecho 
indican fases de lectura abierta. Los nombres de los genes o de las fases de lectura abierta están indicados 
encima de cada flecha. El operón tardío, situado en la región intermedia del genoma, contiene los genes 
del 7 al 16. Se indica la posición de los promotores A1, A1IV, A2c, A2b, A3, C1 y C2. 
 
La transcripción de los tres operones del bacteriófago φ29 está finamente 
regulada y ha sido ampliamente estudiada (revisado en Camacho and Salas, 2010; 
Meijer et al., 2001a; Rojo et al., 1998; Salas and Rojo, 1993). Como ya se ha 
comentado, la proteína p4 es un regulador transcripcional, pero la proteína p6 también 
está implicada en el control de la transcripción de los genes de φ29, siendo fundamental 
en la transición de transcripción temprana a tardía (Calles et al., 2002; Camacho and 
Salas, 2001, 2004; Elías-Arnanz and Salas, 1999). 
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2.2- Replicación in vitro del DNA de φ29 
 
La replicación del DNA de φ29 puede reproducirse in vitro solamente con cuatro 
proteínas purificadas del fago, además del TP-DNA y de los nucleótidos que formarán 
el DNA de nueva síntesis (Blanco et al., 1994). En particular, las proteínas p2 (DNA 
polimerasa), p3 (proteína terminal), p5 (proteína de unión a banda sencilla) y p6 
(proteína de unión a banda doble) son indispensables para que la reacción tenga lugar 
(revisado en Salas, 1999). La iniciación de la replicación tiene lugar cuando se produce 
el reconocimiento de los orígenes de replicación (los extremos unidos covalentemente a 
las TPs) por el heterodímero DNA polimerasa/proteína terminal (ver Fig. 4). La 
proteína p6 se une a cada uno de los extremos del genoma de φ29 formando un 
complejo nucleoproteico que activa la iniciación de la replicación, probablemente 
abriendo la doble hélice del DNA (Serrano et al., 1994; Serrano et al., 1990). La DNA 
polimerasa cataliza la formación de un enlace covalente entre el dAMP y el grupo 
hidroxilo de la Ser232 de una molécula de proteína terminal (TP) cebadora, utilizando 
como molde el segundo nucleótido del extremo del genoma. Seguidamente, tiene lugar 
el proceso de “deslizamiento hacia atrás” (“sliding-back”), de tal manera que el 
complejo TP-dAMP retrocede al primer nucleótido molde del extremo del genoma, para 
así recuperar toda la información genética (Méndez et al., 1992). A continuación, la 
DNA polimerasa sintetiza un producto de entre seis y nueve nucleótidos antes de 
disociarse de la proteína terminal unida al DNA de nueva síntesis (Méndez et al., 1997). 
La replicación que realiza la DNA polimerasa comienza en ambos extremos del genoma 
y se produce con alta procesividad, acoplada a desplazamiento de banda (Blanco et al., 
1989). En la primera etapa de la replicación, se forma un intermedio replicativo de tipo I 
por genoma replicado. Este intermedio replicativo es un genoma de doble cadena en 
toda su extensión, con una ramificación de cadena simple, de longitud variable, en el 
extremo. Más adelante, el intermedio replicativo de tipo I presentará, además, una 
ramificación de cadena simple en el otro extremo del genoma. El intermedio de tipo I 
pasa a ser de tipo II cuando las DNA polimerasas convergen y se separan las dos 
cadenas molde, de tal manera que se producen dos intermedios con cadenas 
parcialmente dobles y parcialmente sencillas (Gutiérrez et al., 1991; Inciarte et al., 
1980). Durante todo el proceso, los segmentos de DNA de cadena sencilla generados 
son estabilizados por la proteína p5 y de esta manera se estimula la incorporación de 
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Fig. 4. Replicación del DNA del bacteriófago φ29. La iniciación de la replicación tiene lugar cuando los 
orígenes a los que se une la proteína p6 (círculos naranjas) son reconocidos por el heterodímero formado 
por la TP iniciadora o p3 (óvalos amarillos) y la DNA polimerasa o p2 (en color azul). La proteína p5 
SSB (óvalos grises) se une a la hebra desplazada. Durante la elongación, la DNA polimerasa sintetiza la 
nueva cadena de DNA de manera procesiva y acoplada a desplazamiento de banda, generándose los 
intermedios replicativos de tipo I. Cuando las DNA polimerasas que provienen de ambos extremos 
convergen, los intermedios replicativos de tipo I se separan para dar lugar a los intermedios replicativos 
de tipo II y la DNA polimerasa desplaza la proteína SSB p5. Finalmente, la terminación de la replicación 
ocurre cuando la DNA polimerasa alcanza el extremo final de la cadena molde, inserta el último 





dNTPs y se incrementa la tasa de elongación de la DNA polimerasa (Martín and Salas, 
1988; Soengas et al., 1992). Finalmente, se produce la incorporación del último 
nucleótido complementario a la cadena molde en cada uno de los extremos del DNA de 
φ29, las DNA polimerasas se disocian y se obtienen dos genomas completos de φ29. 
 
2.3- Replicación in vivo del DNA de φ29 
 
El bacteriófago φ29 desarrolla su ciclo lítico en unos 50 min a 37 ºC. Para ello 
debe replicar su genoma y, posteriormente, encapsidar este DNA recién sintetizado. Los 
productos de los genes 1, 2, 3, 5, 6, 16.7, 17 y 56 están implicados en la replicación del 
DNA viral in vivo (Carrascosa et al., 1976; Hagen et al., 1976; Meijer et al., 2001b; 
Prieto et al., 1989; Serrano-Heras et al., 2006; Talavera et al., 1972), siendo esenciales 
los genes 2, 3, 5 y 6. Una vez el DNA viral ha sido inyectado en la célula de B. subtilis, 
la TP parental se asocia con el nucleoide bacteriano por medio de su capacidad de unión 
a DNA de doble banda de manera independiente de secuencia (Muñoz-Espín et al., 
2010; Zaballos et al., 1989), llevando consigo el DNA viral al que está covalentemente 
unida (ver Fig. 5A, i-ii y 5B). Esta asociación ocurre independientemente de la 
presencia de la TP cebadora. La transcripción temprana de los genes del operón del 
extremo izquierdo inicia el proceso por el que se sintetizarán la TP cebadora y la DNA 
polimerasa. Estas dos proteínas formarán un heterodímero que se dirigirá hacia el 
nucleoide bacteriano por medio del dominio de unión a DNA de la TP iniciadora 
(Muñoz-Espín et al., 2010) (Fig. 5B, ii). El heterodímero reconocerá los orígenes de 
replicación, situados en los extremos del genoma, por medio de interacciones 
específicas con la TP parental (González-Huici et al., 2000; Serna-Rico et al., 2000). 
Después de una etapa de transición, la DNA polimerasa se disocia y continúa con una 
elongación procesiva acoplada a desplazamiento de banda hasta que la nueva hebra de 
DNA es sintetizada por completo (Fig. 5B, iii y iv). Entonces la DNA polimerasa viral 
se disocia del DNA y puede comenzar una nueva ronda de replicación (Fig. 5B, v). 
Mientras el proceso de replicación tiene lugar, a tiempos iniciales después de la 
inyección, la transcripción temprana del operón del extremo derecho del genoma viral 
da paso a la síntesis de la proteína p16.7 (Fig. 5A, ii). Esta proteína se asocia a la 
membrana bacteriana y se organiza formando hélices a lo largo de la célula infectada 
(Fig. 5A, iii-v). Dichas hélices dependen de la presencia de proteínas del citoesqueleto 	  	  





















Fig. 5. Modelo de la replicación del DNA del fago φ29 in vivo. (A, i) El fago φ29 (en color azul) inyecta 
el TP-DNA (círculo rojo) en la bacteria B. subtilis. La TP unida covalentemente al DNA dirige éste hacia 
el nucleoide (ii) por medio de su capacidad de unión al DNA de manera inespecífica y se asocia con el 
DNA bacteriano. (iii) El TP-DNA es replicado y se generan nuevas moléculas de TP-DNA mientras se 
sintetiza la proteína p16.7 (círculos amarillos), que se asocia con la membrana bacteriana. (iv) El TP-
DNA es reclutado por p16.7 a la zona de membrana, distribuyéndose con un patrón helicoidal a la par que 
el DNA bacteriano se replica y se transloca helicoidalmente. (v) Formación del septo transversal de 
peptidoglicano. (vi) Dos células hijas son el resultado del crecimiento y la división bacteriana. La proteína 
p16.7 y el TP-DNA se mantienen asociados a la membrana bacteriana. (vii) Lisis bacteriana y salida de 
los fagos ensamblados al exterior. (B, i) Después de la inyección del TP-DNA (doble hélice con la TP 
representada en azul y rojo), la TP parental dirige el genoma viral hacia el nucleoide bacteriano (masa 
gris en la parte inferior) por medio de su dominio N-terminal (zona roja de la TP). (B, ii) La DNA 
polimerasa viral (verde suave) forma un heterodímero con la TP iniciadora, que reconoce el origen de 
replicación de cada extremo del genoma viral y comienza la replicación, que continúa de forma procesiva 
y acoplada a desplazamiento de banda (iii). Se forman dos moléculas de TP-DNA a partir de la molécula 
inicial (iv) y permanecen asociadas al nucleoide para comenzar una nueva ronda de replicación (v). (C) 
Representación esquemática de la asociación del TP-DNA del fago φ29 a la membrana bacteriana en 
fases tardías. La proteína p16.7 (verde suave) se asocia a la membrana bacteriana y al citoesqueleto 
formado por las proteínas MreB (azul), Mbl (naranja) y MreBH (marrón) y, a su vez, une el TP-DNA 
viral mediante su capacidad de unión a DNA de banda doble y simple. TP en verde y DNA polimerasa  
en rojo. En (A), (B) y (C), ninguno de los componentes que aparecen están representados a escala. 
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de la bacteria, ya que en ausencia de cualquiera de estas proteínas (MreB, Mbl o 
MreBH) la proteína p16.7 pierde ese patrón de localización (Muñoz-Espín et al., 2009). 
El TP-DNA del fago φ29 se segrega hacia zonas periféricas de la membrana bacteriana, 
a la vez que el DNA bacteriano de nueva síntesis se transloca hacia los polos celulares. 
Por medio de la capacidad de unión a DNA de banda doble y simple de la proteína 
p16.7, el TP-DNA de φ29 se asociaría en las proximidades de la membrana de B. 
subtilis, donde se seguiría replicando (Albert et al., 2005; Meijer et al., 2001b; Serna-
Rico et al., 2002) (Fig. 5A, iv-vi y 5C). Finalmente, los genomas de φ29 se introducirían 
en la cápsida viral recién ensamblada y los nuevos virus saldrían al exterior mediante la 
lisis de la bacteria (Fig. 5A, vii). 
Además de las proteínas anteriormente comentadas, a saber: p2, p3, p5, p6 y 
p16.7, las proteínas p1 y p17 tienen un papel importante en la replicación del DNA del 
fago φ29 y el conocimiento acumulado sobre ellas se expone a continuación. 
 
3- La proteína p1 del fago φ29 
 
La proteína p1 del bacteriófago φ29 es una proteína pequeña (85 aminoácidos) 
de 9761 Da, que es codificada por el gen 1 (Prieto et al., 1989). El gen 1 está localizado 
en el extremo izquierdo del genoma viral y es transcrito a partir de los promotores 
fuertes A2b y A2c y del promotor débil A1IV (Barthelemy et al., 1986; Bravo et al., 
2000; Sogo et al., 1984). Se sabe que el número de moléculas de p1 por célula es de 
alrededor de 104 a tiempos tempranos y pasa a aproximadamente 105 a tiempos tardíos 
post-infección, existiendo una proporción constante de 60 veces más y unas 3 veces más 
de p1 respecto de p2 y p3, respectivamente (Bravo and Salas, 1997). 
La proteína p1 aumenta la eficiencia de la replicación del DNA viral in vivo, 
jugando un papel crítico cuando la bacteria está creciendo a 37 ºC (Bravo and Salas, 
1998). Esto se observó usando el fago φ29 sus1(629), un mutante del fago φ29 que tiene 
una mutación condicional sensible a supresor (sus) en el codón 6 del gen 1. En células 
no supresoras infectadas por este fago, no hay síntesis de la proteína p1 y hay una tasa 
reducida de replicación del DNA viral. Por otra parte, si se infecta con este fago una 
estirpe no supresora que contiene el plásmido sin el gen 1, la replicación del DNA viral 
está también reducida. Sin embargo, cuando se infectó una estirpe no supresora que 
lleva el plásmido que contiene el gen 1, se observó que la replicación del DNA viral 
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volvía a una tasa normal. Por tanto, la proteína p1 complementa en trans la replicación 
del fago φ29 sus1(629) y es necesaria para que la replicación del DNA viral tenga lugar 
a 37 ºC (Bravo and Salas, 1997; Serrano-Heras et al., 2003).  
La proteína p1 posee la capacidad de formar estructuras multiméricas. Un 
mutante que carece de los 33 primeros aminoácidos de la proteína p1 (p1ΔN33) forma 
láminas bidimensionales in vitro y la proteína p1 fusionada con la proteína MalE (MalE 
no tiene capacidad de autoasociación), autoasocia in vitro produciendo estructuras 
largas filamentosas, que se unen entre sí formando haces al separar la proteína malE 
respecto de p1 (Bravo and Salas, 1998). Estas estructuras se parecen a láminas de 
protofilamentos formadas por la tubulina eucariótica, el principal componente de los 
microtúbulos, y por FtsZ, homólogo procariota de la tubulina que constituye el 
componente más importante de la maquinaria de división bacteriana (Bravo and Salas, 
1998; Lowe and Amos, 1998). Se ha visto que cambios de aminoácidos en la región 
media de la proteína p1 cambian el patrón de multimerización de láminas 
bidimensionales a estructuras largas filamentosas (Bravo et al., 2001). Esto indica que 
la proteína p1 actúa como un dominio de polimerización. Por otro lado, mediante 
estudios de entrecruzamiento químico con el agente bis(sulfosuccinimidil)suberato 
(BS3), se comprobó que la proteína p1 forma estructuras multiméricas in vivo (Serrano-
Heras et al., 2003).  
Otra característica de la proteína p1 es que es una proteína de membrana. 
Experimentos de fraccionamiento celular, ensayos de solubilización con el detergente 
Triton X-114 y el uso de técnicas de inmunomicroscopía electrónica, muestran que la 
proteína p1 está asociada a la membrana bacteriana en células de B. subtilis (Bravo and 
Salas, 1997; Serrano-Heras et al., 2003). Además, las estructuras multiméricas 
formadas por la proteína p1 están asociadas a la membrana bacteriana in vivo en células 
infectadas. La asociación de las estructuras multiméricas de la proteína p1 a la 
membrana también se ha visto en células no infectadas de B. subtilis que llevan el 
plásmido que contiene el gen 1, por lo que p1 está asociada a la membrana bacteriana en 
ausencia de otros componentes virales (Serrano-Heras et al., 2003). La región C-
terminal de la proteína p1 comprendida entre los aminoácidos Tyr68 a Ala84 es muy 
hidrofóbica y podría estar involucrada en su asociación a membrana, ya que se ha 
comprobado que una proteína p1 truncada que carece de los últimos 43 aminoácidos no 
se asocia con membranas in vivo (Bravo and Salas, 1997). Por último, se observó que 
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un mutante de la proteína p1 que carece de los últimos 11 aminoácidos y otro que 
carece de los 43 últimos aminoácidos interaccionan in vitro con la TP libre (Bravo et 
al., 2000).  
Todos estos resultados llevaron a proponer un modelo para la función de la 
proteína p1 durante la replicación del DNA de φ29. La proteína p1 formaría una 
estructura multimérica asociada a la membrana bacteriana, a la que se asociarían los 
componentes del replisoma viral (formado por la DNA polimerasa y la proteína 
terminal iniciadora). De esta forma, p1 contribuiría a la compartimentalización de la 
replicación del DNA viral (Bravo et al., 2000). 
 
4- La proteína p17 del fago φ29 
 
La proteína p17 es una proteína de 19 KDa (166 aminoácidos) codificada por el 
gen 17 (localizado en el extremo derecho del genoma del fago φ29) y transcrita a partir 
del promotor C2. El producto del gen 17 se acumula muy tempranamente durante el 
ciclo viral de φ29. A los 5 min post-infección, la proteína p17 fue detectada mediante 
anticuerpos contra p17 en Western-blot a niveles de 15.000 moléculas por célula 
(Crucitti et al., 1998). 
Una función biológica de la proteína p17 es la de internalizar el DNA del fago 
en la bacteria durante la infección. El genoma entraría en la célula mediante un 
mecanismo de empuje y tracción. La fase de empuje estaría facilitada por la alta presión 
a la que está empaquetado el DNA en la cápsida viral e introduciría alrededor de un 
65% del DNA total. Existe polaridad en la inyección del DNA viral, internalizándose 
primero el DNA del extremo derecho del genoma del fago φ29. En la fase de tracción, 
la p17 actuaría para tirar del DNA que queda todavía en la cápsida hacia el interior 
celular (González-Huici et al., 2004b).  
También se sabe que la proteína p17 es necesaria para una replicación eficiente 
del DNA viral in vivo (Carrascosa et al., 1976; Crucitti et al., 1998; González-Huici et 
al., 2004a), siendo indispensable cuando las células de B. subtilis son infectadas con 
una baja proporción de moléculas de fago (Crucitti et al., 1998), que es como 
probablemente ocurre la infección en la naturaleza. La ausencia de la proteína p17 en la 
replicación in vivo del DNA del fago φ29 sus17(112) provoca una tasa de replicación 
muy baja, siendo la cantidad de DNA sintetizado por el mutante φ29 sus17(112) unas 
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13 veces menor que la del fago φ29 sus14(1242) a los 60 min post-infección (González-
Huici et al., 2004a). Además, la proteína p17 purificada estimula la amplificación del 
DNA de φ29 in vitro cuando se usan cantidades pequeñas de DNA viral de partida 
(Crucitti et al., 1998). Experimentos de ultracentrifugación analítica y de 
entrecruzamiento químico, tanto in vitro como in vivo, han demostrado que la proteína 
p17 tiene capacidad de autoasociación, probablemente debido a una región de tipo 
coiled-coil entre los aminoácidos Leu63 y Glu92 (Crucitti et al., 2003). 
Además de esto, se ha observado que la proteína p17 interacciona in vitro con la 
proteína viral p6 y que aumenta la capacidad de unión a DNA de la proteína p6 in vitro 
(Crucitti et al., 2003). Por otra parte, parece que la unión de la proteína p6 al DNA viral 
in vivo se ve favorecida por la presencia de la proteína p17, ya que en la infección con 
un fago sus17, que no sintetiza la proteína p17, la proteína p6 se une peor al DNA viral, 
respecto de lo que ocurre en una infección silvestre. De forma análoga, durante la 
infección con un fago sus1, que es incapaz de sintetizar la proteína p1, la proteína p6 se 
une peor al DNA viral que en una infección silvestre, indicando que la proteína p1 es 
también requerida para la unión eficiente de la proteína p6 al DNA de φ29 (González-
Huici et al., 2004a). De esta manera, las proteínas p17 y p1 son requeridas para una 






Antes del inicio de esta tesis, se desconocían bastantes aspectos de la organización 
de la replicación del DNA de φ29 in vivo. En particular, los que se refieren a la 
organización subcelular de la proteína p1 y la proteína p17. Con el objetivo de 
profundizar en la función y organización de estas dos proteínas durante la replicación 
del DNA de φ29 in vivo, se han propuesto los siguientes objetivos: 
 
1- Conocer cuál es la región de la proteína p1 que la mantiene asociada con la 
membrana bacteriana. 
 
2- Realizar una aproximación a la estructura secundaria de la proteína p1. 
 
3- Examinar la localización de la proteína p1 en células infectadas. 
 
4- Determinar la localización de la proteína p1 en ausencia de otros componentes 
virales. 
 
5- Comprobar si la proteína p1 se asocia con otros componentes virales o 
celulares. 
 
6- Determinar el papel biológico de la proteína p1. 
 
7- Examinar la localización de la proteína p17 en células infectadas. 
 
8- Determinar la localización de la proteína p17 en ausencia de otros componentes 
virales. 
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Estirpes bacterianas, fagos y condiciones de crecimiento 
 
Se utilizó Escherichia coli DH5α y XL1-Blue para clonajes y E. coli 
BL21(DE3) para expresiones proteicas. Para la selección de los plásmidos clonados, las 
células de E. coli se crecieron en placas con medio Luria-Bertani (LB) que contenía 100 
µg/mL de ampicilina y 1,5% (p/v) de agar. La estirpe de B. subtilis 168 fue considerada 
la estirpe silvestre a lo largo de los experimentos. Puesto que la replicación del fago ϕ29 
es inhibida por la proteína Spo0A (Castilla-Llorente et al., 2006), se utilizaron estirpes 
con la deleción del gen spo0A cuando los experimentos requerían infección con fago. 
En los experimentos de fraccionamiento celular, complementación en trans de la 
replicación del DNA de φ29 y solubilización con el detergente Triton X-114, se 
utilizaron las siguientes estirpes de B. subtilis: YB886 para clonaje, 110NA como 
estirpe silvestre y MO-99 como estirpe supresora. Las estirpes bacterianas utilizadas y 
sus características más relevantes se muestran en la Tabla S1(Anexo). El fago φ29 
silvestre, el fago φ29 sus1(629) mutante en el gen 1, el fago φ29 sus14(1242) o el doble 
mutante φ29 sus16.7(48)/sus14(1242) se usaron para infectar las células de B. subtilis 
cuando se indica. La mutación en el gen 14 no tiene efecto en la replicación del DNA ni 
en la morfogénesis del fago, pero permite el examen de la localización de proteínas del 
fago y del DNA a tiempos tardíos después de la infección. Los bacteriófagos usados 
aparecen en la Tabla S2 (Anexo). 
 Generalmente, las células de B. subtilis se crecieron durante la noche en medio 
LB suplementado con los antibióticos requeridos: cloranfenicol, eritromicina, 
kanamicina, neomicina, fleomicina o espectinomicina (concentraciones finales de 5, 1, 
5, 5, 1 y 100 µg/mL, respectivamente). Además, cuando fue requerido para el 
crecimiento (B. subtilis 1801, 804 y sus variantes), se añadió 0,5 mM isopropil-β-D-1-
tiogalactopiranósido (IPTG) o 0,5% (p/v) xilosa. Cuando se utilizaron estirpes mutantes 
en alguna proteína del citoesqueleto (MreB, Mbl o MreBH), el medio contenía 25 mM 
MgSO4 para mantener la morfología celular. Los cultivos incubados por la noche fueron 
diluidos 1:100 en el mismo medio fresco e incubados a 37 ºC para restablecer el 
crecimiento exponencial. Cuando las células de B. subtilis fueron infectadas con fago 
φ29, φ29 sus1(629) o φ29 sus14(1242), el medio LB fue suplementado con 5 mM 
MgSO4. La expresión de YFP-p1 fue inducida mediante la adición de xilosa a 
concentración final de 0,5% (p/v) y para expresar FtsZ-CFP, se utilizó 1 mM de IPTG. 
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La proteína p1ΔC2 se sintetizó constitutivamente a partir del plásmido pPR53-p1ΔC2, 
mientras que la síntesis de p1ΔC5 y p1ΔC11 se indujo por temperatura, creciendo las 
células a 42 ºC para producir la desrepresión del promotor. El vector pPR53 es de 
expresión constitutiva y el vector pPR54 es de expresión inducible por temperatura. 
Ambos están basados en el promotor PR del bacteriófago λ y contienen el gen ble 
(resistencia a fleomicina). pPR53 contiene además el gen neo (resistencia a kanamicina) 
y pPR54 tiene el gen cI857 que codifica un represor termosensible del promotor PR. 
 Generalmente, las células de B. subtilis se transformaron mediante 
procedimientos típicos, como se describe en Formstone and Errington (2005). Para que 
las estirpes B. subtilis YB886 y 110NA entraran en estado de competencia y pudieran 
ser transformadas, las células se crecieron durante la noche en medio A [(NH4)2SO4 2 
mg/mL, K2HPO4 14 mg/mL, KH2PO4 6 mg/mL, citrato trisódico 1 mg/mL, glucosa 
0,5% (p/v), extracto de levadura 0,1% (p/v) y MgSO4 5mM] suplementado con 
casaminoácidos 0,02% (p/v) a 37 ºC y con agitación de 180 revoluciones/min (r.p.m.), 
hasta que el cultivo llegó al inicio de la fase estacionaria. Entonces las células fueron 
incubadas a 37 ºC con glicerol al 10% y con agitación de 100 r.p.m. durante 10 minutos 
y se congelaron alícuotas a –70 ºC. Las células competentes se prepararon incubando 
células precompetentes en medio A suplementado con casaminoácidos 0,01% y 
espermina 0,5 mM durante 2 h y 30 min a 30 ºC con una agitación de 180 r.p.m. En este 
momento, se tomaron alícuotas y se les añadió el DNA plasmídico para que la 
transformación tuviera lugar durante 30 minutos a 30 ºC. Las células transformadas 
fueron cultivadas durante 45 minutos en medio LB a 37 ºC  para que sintetizaran las 
proteínas de resistencia a antibióticos y posteriormente se extendieron en  medio sólido 
(LB que contenía agar a concentración final del 1,5%) con el antibiótico requerido para 
cada selección (fleomicina 1 µg/mL o kanamicina 5 µg/mL) y se incubaron a 30 ºC 
durante una noche para que las células que habían adquirido el plásmido pudieran crecer 
a expensas de las que no contenían plásmido. 
 
Construcción de plásmidos 
 
Para generar el plásmido pSG5472/YFP-p1, el gen 1 del fago φ29 se amplificó 
mediante PCR con los oligonucleótidos YFPP1-XhoI (5’GAGATGCTCGAGATGGG 
TAAAATCTTCGATCAAG-3’) y YFPP1-EcoRI (5’-GAGTCAGAATTCTCATTT 
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TGCACCATGTGGAGC-3’).  El producto resultante fue digerido con las enzimas de 
restricción  XhoI y EcoRI, y posteriormente ligado con el plásmido pSG5472 digerido 
previamente con las mismas enzimas de restricción. Se transformaron células 
competentes de E. coli con esta mezcla de ligación y se seleccionaron los 
transformantes resistentes a ampicilina. Una vez purificado el plásmido pSG5472/YFP-
p1 se transformaron células de B. subtilis 168 con él y los transformantes resistentes a 
espectinomicina fueron examinados para seleccionar los dobles recombinantes, que son 
incapaces de degradar el almidón. 
El plásmido pDP150/FtsZ-CFP se construyó de la siguiente manera.  A partir del 
DNA genómico de la estirpe B. subtilis 1057 (Feucht and Lewis, 2001), se amplificó el 
fragmento de DNA correspondiente a ftsZ-cfp flanqueado por los sitios de restricción 
NheI y SphI (oligonucleótidos 5’-TCGATAGCTAGCTCTAGAAAGGAGATTC 
CTAGGATG-3’ y 5’-CGTGATGCATGCTTACTTGTACAGCTCGTCCAT-3’), se 
digirió con las enzimas de restricción NheI y SphI y fue ligado con los sitios de 
restricción NheI y SphI del vector pDP150 (Kearns and Losick, 2005), que se integra en 
el locus thrC  y que contiene el promotor  Phyper-spank, inducible por IPTG. 
Para generar el plásmido pDP150/p1, el vector pDP150 fue digerido con NheI y 
SphI y ligado con el fragmento que contiene el gen 1 del fago φ29 y los sitios de 
restricción NheI y SphI. Este fragmento fue generado mediante PCR usando los 
oligonucleótidos p1-UNheI (5’-AACGTGCTAGCAAAAGGAGATGTTTGTAATG 
GGTAAAATC-3’) y p1-LSphI (5’-AGTCAGCATGCTCATTTTGCACCATGTGGA 
GC-3’) 
El plásmido pT7-3/p1ΔC11 fue generado utilizando el kit de mutagénesis 
dirigida “QuickChange Site-Directed Mutagenesis Kit” (Stratagene) con los 
oligonucleótidos p1ΔC11-5’ (5’-CGCCACATGGGTTATAAAGTAATAGAAGGAT 
GACGATGACAAG) y p1ΔC11-3’ (5’-CTTGTCATCGTCATCCTTCTATTACTTT 
ATAACCCATGTGGCG-3’) con el objetivo de introducir un codón de terminación 
once tripletes antes del codón de terminación natural del gen 1 del bacteriófago φ29. 
Dicho gen había sido clonado previamente en el plásmido pT7-3 (Tabor and 
Richardson, 1985). 
 Para generar los plásmidos que contienen los genes p1ΔC2, p1ΔC5 y p1ΔC11, se 
han introducido codones de terminación de la traducción dentro del gen 1 mediante la 
reacción en cadena de la polimerasa (PCR). Para ello, se usó DNA de φ29 sin proteína 
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terminal como DNA molde, el cebador común 5’-CGGGTACAGAGATACCTGATG-
3’ y un cebador específico para originar cada gen mutado: 5’-
CATCGTATGAGTCAACAAAATCATTTTCAACCATGTGGAGC-3’ (para p1ΔC2), 
5’-CATCGTATGAGTCAACAAAATCATTTTGCACCATGTCAAGCACCTCCA-3’ 
(para p1ΔC5) y 5’-CATTTTGCACCATGTCGACCACCTCCAAATAACTACTTTAT 
AACCC-3’ (para p1ΔC11). Posteriormente, los fragmentos de DNA que contenían los 
genes mutantes se digirieron con la enzima de restricción HincII y se introdujeron en el 
sitio de corte para la enzima de restricción StuI del vector pPR53 (Bravo and Salas, 
1997) (para p1ΔC2) o del vector pPR54 (Serrano-Heras et al., 2005) (para p1ΔC5 y 
p1ΔC11).  
Para construir los plásmidos utilizados en el experimento de doble híbrido en 
bacteria, se clonaron los genes 1 y 17 del fago φ29, tanto en el extremo N-terminal, 
como en el extremo C-terminal de los fragmentos T18 (plásmidos pUT18 y pUT18C) y 
T25 (plásmidos pP25N y pKT25) (Karimova et al., 1998). Los genes de φ29 fueron 
amplificados a partir del DNA del fago φ29 sus14(1242). Los productos de PCR 
obtenidos fueron digeridos con las enzimas de restricción BamHI y KpnI y clonados en 
cada uno de los cuatro vectores pUT18, pUT18C, pP25N y pKT25 digeridos con las 
mismas enzimas. 
Para aislar el DNA plasmídico de las bacterias se utilizó un kit comercial 
(Promega) basado en el método de la lisis alcalina (Birnboim and Doly, 1979). La 
cantidad de DNA fue determinada mediante técnicas de espectrofotometría con un 
espectrofotómetro Nanodrop ND-1000. El DNA extraído fue analizado en geles de 
agarosa y visualizado por tinción con bromuro de etidio 0,5 µg/mL. Cuando fue 
requerido, el DNA se extrajo de gel de agarosa utilizando el kit comercial QIAquick Gel 
Extraction (Sigma).  
 
Experimentos de microscopía de fluorescencia 
 
Para analizar la localización intracelular de la proteína YFP-p1, expresada en la 
estirpe B. subtilis DBP-001, se diluyeron 1:100 los cultivos celulares crecidos durante 
toda la noche (en medio LB que contenía 100 µg/mL espectinomicina, 5 µg/mL 
kanamicina y 5 mM MgSO4) en el mismo medio fresco y se crecieron a 37 ºC hasta una 
DO600 de 0,45. En ese momento, se añadió xilosa a una concentración final de 0,5% 
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(p/v) para inducir la síntesis de YFP-p1, y la mitad del cultivo fue infectado con el fago 
φ29 a una multiplicidad de infección (MOI) de 5. Treinta minutos después de la 
inducción y la infección, se recogieron los cultivos y se inmovilizaron las células en 
portaobjetos cubiertos con una fina capa de agarosa al 1% (p/v). Para teñir la membrana 
bacteriana se utilizó dibromuro de N-(3-propiltrietilamonio)-4-(6-(4-(dietilamino) 
fenil)hexatrienil)piridinio (FM 4-64, Invitrogen). Se usó el mismo procedimiento para 
visualizar la localización de YFP-p1 en presencia o ausencia de las proteínas FtsZ o 
PBP2B. El medio LB estaba suplementado con 100 µg/mL de espectinomicina y 1 
µg/mL de fleomicina para la estirpe B. subtilis DBP-003 y 100 µg/mL de 
espectinomicina, 5 µg/mL de neomicina y 5 µg/mL de cloranfenicol para  B. subtilis 
DBP-004. Se añadió 0,5 µM IPTG y 0,5% (p/v) xilosa para analizar la localización de 
YFP-p1 en un contexto silvestre. La localización de p17Nf-YFP se evaluó siguiendo el 
mismo procedimiento descrito para YFP-p1. Las imágenes fueron adquiridas con un 
microscopio de barrido láser confocal (Zeiss LSM710 acoplado a un microscopio 
invertido AxioObserver). 
 Para determinar la colocalización de YFP-p1 y FtsZ-CFP, un cultivo de la 
estirpe DBP-002 crecido durante la noche en medio LB con 100 µg/mL de 
espectinomicina y 1 µg/mL de eritromicina se diluyó 1:100 en el mismo medio fresco y 
se creció a 37 ºC hasta una DO600 de 0,45. A esta DO, se añadió xilosa e IPTG a 
concentraciones finales de 0,5% (p/v) y 1 mM, respectivamente. Al cabo de 30 minutos, 
las células fueron recogidas e inmovilizadas en agarosa, como se ha mencionado 
anteriormente. Las fotografías fueron tomadas con un microscopio invertido 
Axiovert200 (Zeiss) acoplado a una cámara ccd monocroma (Hamamatsu C9100-02). 
Para los experimentos de inmunofluorescencia, el cultivo crecido durante la 
noche se diluyó en el mismo medio fresco (medio LB con 5 mM MgSO4) y se creció 
hasta fase exponencial a 37 ºC. El cultivo se infectó con el fago φ29 a una MOI de 5 a 
una DO600 de 0,5-0,6. Cuando se utilizaron estirpes mutantes en alguna proteína del 
citoesqueleto (MreB, Mbl o MreBH), el medio contenía 25 mM MgSO4. Las muestras 
fueron fijadas después de 20 ó 30 minutos y procesadas como se ha descrito (Lewis and 
Errington, 1997). Los anticuerpos policlonales fueron centrifugados durante 10 minutos 
a 14.000 x g a 4 ºC antes de usarlos, para precipitar posibles agregados. Los anticuerpos 
primarios se incubaron durante una hora a temperatura ambiente. Se utilizaron 
anticuerpos secundarios conjugados con FITC (isotiocianato de fluoresceína), con 
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Alexa 488 o con Alexa 647 y se incubaron a 4 ºC durante la noche. Éstos y todos los 
pasos siguientes se realizaron con mínima exposición de las muestras a la luz. Cuando 
fue requerido, las muestras se montaron con 0,2 µg/mL DAPI. 
 
Ensayo de pull-down 
 
Las estirpes de B. subtilis 168His y 168∆spo0A se crecieron durante la noche a 
30 ºC en medio LB suplementado con 5 µg/mL de kanamicina y 0,5 mM IPTG 
(también con 0,5 µg/mL de eritromicina en el caso de 168His). Posteriormente, los 
cultivos fueron diluidos 1:100 en medio LB suplementado con 5 mM MgSO4 y 0,5 mM 
IPTG y crecidos a 37 ºC hasta una DO600 de 0,45. A esta DO, se infectó la mitad de cada 
cultivo con el fago mutante φ29 sus14(1242) y los cultivos fueron crecidos durante 30 
minutos a 37 ºC. Un cuarto de cada cultivo se conservó a 4 ºC y el resto se incubó con 
formaldehído [concentración final de 1% (p/v)] durante 30 minutos a 37 ºC. Después, 
todas las células fueron centrifugadas a 11.900 x g durante 5 minutos, resuspendidas en 
12 mL de tampón TBS (50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 150 mM NaCl) y centrifugadas de 
nuevo a 11.900 x g durante 3 minutos. Todos los pellets fueron guardados a -80 ºC. Para 
el pull-down, una porción de las células fueron resuspendidas en 3 mL de tampón UT 
[100 mM ácido 4-(2-hidroxietil)-1-piperacinil-etanosulfónico (HEPES), pH 7,5, 500 
mM NaCl, 50 mM imidazol, 8 M urea, 1% (p/v) Triton X-100, 1 mM DL-ditiotreitol 
(DTT) y 1 mM fluoruro de fenilmetanosulfonilo (PMSF)] y sonicadas a 4 ºC. Después 
de la centrifugación de las muestras a 7.750 x g durante 10 min, cada sobrenadante fue 
incubado con 200 µl de la suspensión MagneHis (Promega) a temperatura ambiente 
durante la noche. La suspensión resultante fue centrifugada a 2.800 x g durante 1 
minuto a temperatura ambiente y el sobrenadante fue descartado. Las partículas fueron 
lavadas 15 veces con tampón UT y la elución de los complejos se realizó con 200 µl de 
tampón de elución [0,1 M Tris-HCl, pH 7,5, 0,5 M imidazol, 1% (p/v) dodecil sulfato 
sódico (SDS) y 10 mM DTT]. Para descartar proteínas unidas de forma inespecífica o 
proteínas no entrecruzadas químicamente, el eluido fue filtrado a través de una columna 
Microcon-100 (Millipore), que elimina proteínas con masa molecular menor a 100 KDa. 
Los complejos proteicos retenidos en la membrana de la columna se lavaron 3 veces 
con tampón de lavado M [0,1 M Tris-HCl, pH 7,5, 1% (p/v) SDS, 10 mM DTT] y se 
recuperaron mediante la adición de 50 μl del mismo tampón. Las muestras fueron 
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resuspendidas en tampón R [0,5 M Tris-HCl, pH 6,8, 2% (p/v) SDS, 4% (v/v) β-
mercaptoetanol, 13% (v/v) glicerol], calentadas a 90 ºC durante 1 hora para revertir el 
entrecruzamiento químico, sometidas a electroforesis en gel de poliacrilamida en 
condiciones desnaturalizantes con tricina y posterior transferencia por Western-blot e 
inmunodetección con anticuerpos contra p1. 
 
Entrecruzamiento químico in vitro 
 
Las proteínas FtsZ y p1ΔC11 fueron incubadas juntas o separadamente a la 
concentración final de 5 µM en tampón HM (50 mM HEPES, pH 7,5, 5 mM MgSO4) 
durante 30 minutos a 4 ºC. Se añadió GTP a una concentración final de 1 mM y se 
incubó 20 minutos a 37 ºC. La reacción se dividió en dos partes y se añadió DSS 
(disuccinimidil suberato, 1,25 mg/mL de concentración final) a una de ellas. 
Seguidamente, las muestras fueron incubadas con agitación a 4 ºC durante 20 minutos. 
Después se añadió glicina a concentración final de 250 mM y se incubó a 4 ºC durante 5 
min para detener el entrecruzamiento químico. Se añadió un volumen de ácido 
tricloroacético (TCA) al 20% (v/v) a las muestras y éstas se mantuvieron 20 min a 4 ºC 
antes de su centrifugación a 22.000 x g durante 10 min. Los pellets de TCA fueron 
resuspendidos en un tampón compuesto por 37 mM Tris-HCl, pH 6,8, 2% (p/v) SDS, 
4% (v/v) β-mercaptoetanol y 13% (v/v) glicerol. A continuación, se añadió 1 M Tris-
HCl, pH 7,5 a las muestras para neutralizar el pH ácido. Las muestras fueron cargadas 
en un gel del 10 al 20% de poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes y se 
analizaron por transferencia Western y detección con anticuerpos contra p1 y FtsZ. Para 
realizar el entrecruzamiento químico in vitro entre las proteínas p16.7 y p17 se procedió 
de la misma manera, con ligeras variaciones: no se añadió GTP y las proteínas se 
incubaron 15 min a 37 ºC. Después de añadir la glicina, se incubó 15 min en hielo.  
Para realizar el entrecruzamiento químico de las proteínas p17 de Nf y p17 de 
φ29 se prepararon estas proteínas en tampón fosfato sódico 25 mM, pH 7,0 y NaCl 50 
mM y fueron posteriormente cuantificadas. Para cada reacción de entrecruzamiento, las 
proteínas se disolvieron hasta 15 µM en tampón fosfato sódico 25 mM, pH 7,0, con la 
cantidad de NaCl requerida para que la concentración final fuese de 50, 100 ó 200 mM 
NaCl. En los casos en que se añadió DSS, la concentración final de DSS fue de 5 mM. 
La reacción de entrecruzamiento tuvo lugar a temperatura ambiente durante 30 min y se 
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utilizó Tris-HCl 50 mM, pH 7,5 durante 15 minutos a temperatura ambiente para 
detener la reacción. Las proteínas de las muestras se separaron electroforéticamente en 
geles de poliacrilamida al 15% en condiciones desnaturalizantes. 
 
Medida de la longitud celular de B. subtilis 
  
Para determinar la longitud de las células de B. subtilis que expresan el gen 1, 
las estirpes DBP-005 y DM-024 se crecieron durante toda la noche a 37 ºC en medio 
LB suplementado con 1 µg/mL eritromicina (concentración final). Se diluyeron las 
células en proporción 1:400 en el mismo medio fresco y se crecieron a 37 ºC. Cuando el 
cultivo alcanzó una DO600 de 0,1, se añadió IPTG a concentración final de 1 mM. Como 
control interno, la mitad del cultivo de DBP-005 no fue inducido. Después de 45 min 
(aproximadamente dos generaciones), las células se tiñeron con FM4-64 y se tomaron 
fotografías con un microscopio de barrido láser confocal LSM710 acoplado a un 
microscopio invertido AxioObserver (Zeiss). El mismo método fue utilizado para medir 
la longitud celular de la estirpe B. subtilis 168Δspo0A infectada con el  fago φ29 
sus14(1242) a una MOI de 1, pero las muestras fueron tomadas a los 50 min después de 
la infección. Como control, la mitad del cultivo de la estirpe B. subtilis 168Δspo0A no 
fue infectado. La longitud celular fue medida con el programa FIJI (ImageJ) y se 
consideró como la distancia entre la mitad ortogonal de un septo y la mitad ortogonal 
del septo adyacente. Los datos fueron analizados con GraphPad Prism.  
 
Cuantificación de la síntesis de DNA viral 
 
Se crecieron células de B. subtilis que contienen los plásmidos pPR53, pPR54, 
pPR53-p1, pPR53-p1ΔC2 y pPR54-p1ΔC5 en medio LB con MgSO4 5 mM a 40º C. 
Cuando el cultivo alcanzó una DO560 de 0,45, se infectó con el bacteriófago φ29 
sus1(629) a una MOI de 5. Después de 10 minutos de incubación a 40º C con agitación 
de 100 r.p.m., se eliminaron los fagos no adsorbidos mediante centrifugación. Las 
células fueron resuspendidas en el mismo volumen de medio precalentado y se continuó 
la incubación con agitación de 180 r.p.m. a 40 ºC. A diferentes tiempos, cada cinco 
minutos, se tomaron alícuotas del cultivo infectado y se procesaron para extraer el DNA 
total intracelular como se describe en Bravo et al. (1994). El DNA total intracelular fue 
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analizado por electroforesis en gel de agarosa al 0,65% (p/v) y tinción con bromuro de 
etidio 0,5 µg/mL. 
Para cuantificar el DNA sintetizado en células con mayor longitud y compararlo 
con el DNA sintetizado en células de longitud normal, se procedió de la siguiente 
manera. Las estirpes de B. subtilis DBP-006 y DBP-007 fueron crecidas durante la 
noche a 37 ºC en medio LB suplementado con 5 mM MgSO4 y los antibióticos 
requeridos (5 µg/mL de kanamicina para DBP-006 y 100 µg/mL de espectinomicina y 5 
µg/mL de kanamicina para DBP-007). Para restablecer el crecimiento exponencial, los 
cultivos crecidos durante la noche fueron diluidos 1:200 en el mismo medio fresco y 
crecidos a 37 ºC. A una DO420 de 0.2, cada cultivo fue infectado con el fago φ29 
silvestre a una MOI de 0,5 y crecido a 37 ºC. A los tiempos posteriores a la infección 
que se indican, se cogió un mL de cultivo, se extrajo el DNA total y se analizó mediante 
PCR a tiempo real. Se utilizó el par de oligonucleótidos R-25 (5′-
AAAGTAGGGTACAGCGACAACATAC-3′) y R-OUT-SUPER (5′-
AAATAGATTTTCTTTCTTGGCTAC-3′) para amplificar un fragmento de 297 pares 
de bases (pb) correspondiente al extremo derecho del genoma de φ29, y el par de 
oligonucleótidos ftsZ-R (5′-CAGTGATTGCAACCGGCTTTATCG-3′) y ftsZ-L (5′-
TTTTGGCTCACGCTTCGGAACA-3′) para amplificar un fragmento del gen ftsZ del 
DNA genómico de B. subtilis. Los datos obtenidos fueron interpolados en curvas 
estándar construidas con cantidades conocidas de DNA del fago φ29 y DNA genómico, 
esencialmente como se describe en González-Huici et al. (2004b). Como control del 
número de células infectadas por φ29 por mL de cultivo, se centrifugó una muestra del 
mismo, se lavó dos veces para eliminar fagos no adsorbidos y se diluyó 1:1000. 
Posteriormente, 100 µL de la dilución se mezclaron con 500 µL de células de B. subtilis 
110NA que crecían en fase exponencial y con “top-agar” [0,75% agar (p/v)] y se 
extendieron en placas de LB-agar [1,5% agar (p/v)]. Para obtener la media de unidades 
formadoras de placa de lisis por mL de cultivo, se realizaron un mínimo de ocho 
plaqueos por cada estirpe en cada experimento.  
Para cuantificar el DNA sintetizado en la estirpe DBP-001 y comprobar si existe 
complementación de la replicación con la proteína de fusión YFP-p1, se extrajo el DNA 
intracelular y se cuantificó mediante PCR, esencialmente como se describe en 
González-Huici et al. (2004b).  
 




 Para preparar vesículas de membrana “right-side-out” en B. subtilis, se ha 
utilizado una modificación del procedimiento usado por Konings et al. (Konings et al., 
1973) Las células 110NA/p1, 110NA/p1ΔC2 y 110NA/p1ΔC5 se crecieron a 40º C para 
que ocurriese la desrepresión del promotor PR, hasta que alcanzaron una DO560 de 0,45. 
El pellet de células se lavó y se concentró 20 veces en tampón fosfato potásico 0,05 M, 
pH 8,0. A continuación se procedió al fraccionamiento celular de la siguiente forma: se 
concentraron las células veinte veces en tampón fosfato potásico 0,05 M, pH 8,0 y se 
añadió lisozima a una concentración final de 150 µg/mL. Las células fueron incubadas 
durante 15 minutos a 37 ºC para que tuviera lugar la degradación de la pared celular. A 
continuación, se añadió DNAasa, RNAasa y MgSO4 a las concentraciones finales de 10 
µg/mL, 12 µg/mL y 10 mM, respectivamente, y se incubó a 37 ºC durante 30 minutos. 
Después se añadió EDTA, pH 8,0 a una concentración final de 15 mM. Se continuó la 
incubación durante 15 minutos más y entonces se aumentó la concentración de  MgSO4 
a 20 mM. Después de incubar durante 15 minutos a 37 ºC, se añadió NaCl para que éste 
quedara a una concentración final de 500 mM. Se tomó una alícuota del lisado como 
muestra de la totalidad del contenido celular (total) y se le añadió tampón de ruptura. 
Para separar la fracción de membrana respecto de la fracción soluble, se centrifugó el 
lisado celular a 18.000 r.p.m. durante 30 minutos a 4 ºC. El sobrenadante se recogió 
como fracción soluble y se le añadió tampón de ruptura. El sedimento contenía la 
fracción de membrana y se guardó a –20 ºC junto con el total y la fracción soluble. En 
el momento de analizar las proteínas, se resuspendió la fracción de membrana en 
tampón de ruptura. 
El procedimiento para fraccionar células de E. coli fue el mismo, con la variación de 
que para separar la fracción soluble de la fracción de membrana las muestras totales se 
centrifugaron a 1500 x g durante 15 minutos a 4 ºC. 
 
Sistema de doble híbrido en bacteria 
 
Se utilizó el método de Karimova et al. (Karimova et al., 1998). Se clonaron las 
secuencias que codifican la proteína p1 y la proteína p17 de φ29 entre las dianas de 
restricción BamHI y KpnI de los plásmidos pUT18, pUT18C, pP25N y pKT25 
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(Karimova et al., 1998). Se transformó la estirpe E. coli BTH101 y se plaqueó en medio 
mínimo que contenía 40 µg/mL de X-Gal (5-bromo-4-cloro-3-indolil-β-
galactopiranósido), 0,5 mM IPTG, 100 µg/mL de ampicilina, 50 µg/mL de kanamicina, 
0,8 % de glucosa y 3 µM tiamina o bien en medio LB suplementado con 40 µg/mL de 
X-Gal (5-bromo-4-cloro-3-indolil-β-galactopiranósido), 0,5 mM IPTG, 100 µg/mL de 
ampicilina y 50 µg/mL de kanamicina. Las placas de medio mínimo fueron incubadas al 
menos 48 horas a 30 ºC y las de medio LB, durante 24 horas a 30 ºC. 
 
Solubilización con Triton X-114 in vivo 
  
Células de B. subtilis crecidas hasta una DO560 ≅0,45 fueron sedimentadas y 
posteriormente lavadas y concentradas (seis veces) mediante resuspensión en tampón T 
(glucosa 50 mM, EDTA 10 mM, Tris-HCl 25 mM, pH 7,5). Posteriormente, se añadió 
lisozima, preparada en tampón T, a una concentración final de 150 µg/mL y se 
incubaron las células 12 minutos a temperatura ambiente para que tuviera lugar la 
degradación de la pared celular (con frecuencia se agitaba muy suavemente la solución). 
Después se centrifugó cada muestra durante 4 minutos a 10.000 r.p.m. y el sedimento 
fue resuspendido en una solución enfriada a 4 ºC compuesta por Triton X-114 disuelto 
al 2% (v/v) en PBS. Las muestras se mantuvieron a 4 ºC en rotación durante una noche 
para que se produjese la solubilización de los protoplastos en el detergente Triton X-
114. Más tarde, para que no quedaran restos celulares o células sin solubilizar en las 
muestras, se centrifugaron las mismas durante diez minutos a 14.000 r.p.m a 4 ºC y se 
descartó el sedimento. Las fases se separaron incubando las muestras a 37 ºC durante 15 
minutos y centrifugándolas 15 minutos a 14.000 r.p.m., a temperatura ambiente.  
Después, cada fase fue transferida a un tubo nuevo. Se procedió al lavado de las 
muestras añadiendo PBS a la fase detergente y se añadió Triton X-114 a la fase acuosa, 
repitiendo el proceso de partición de fases. Las proteínas de cada fase fueron 
precipitadas con seis volúmenes de acetona durante una noche a -20 ºC. Después se 
centrifugaron a 14.000 r.p.m. durante 15 minutos a 4 ºC y se descartó el sobrenadante. 
El precipitado se dejó secar a temperatura ambiente durante 10 minutos y se 
resuspendió en tampón de ruptura. 
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Solubilización con Triton X-114 in vitro 
 
Las proteínas purificadas se disolvieron por separado en una solución enfriada a 
4 ºC compuesta de Triton X-114 disuelto al 2% (v/v) en PBS. Las muestras se 
mantuvieron a 4 ºC y en rotación durante una noche y después se procedió a la 
separación de fases incubando las muestras a 37 ºC durante 15 minutos y 
centrifugándolas posteriormente durante 15 minutos a 14.000 r.p.m. a temperatura 
ambiente.  Cada fase fue transferida a un tubo nuevo. Se procedió al lavado de las 
muestras añadiendo PBS a la fase detergente y Triton X-114 a la fase acuosa. Se repitió 
el proceso de partición de fases y las proteínas de cada fase fueron precipitadas con  seis 
volúmenes de acetona durante una noche a -20 ºC.  Después, se centrifugaron a 14.000 
r.p.m. durante 15 minutos a 4 ºC y se descartó el sobrenadante. El precipitado se dejó 





Para estimar la estructura secundaria mediante dicroísmo circular (DC), se 
preparó la proteína mutante p1ΔC11 a una concentración de 20 µM en tampón fosfato 
sódico 25 mM, pH 7,0 que contenía 100 mM NaCl. Cada espectro de DC representa la 
media de ocho escaneados entre 190 y 250 nm de longitud de onda, realizados a 25 ºC 
con un espectropolarímetro JASCO J-600, equipado con un baño de agua NESLAB 
RTE-100 conectado a un ordenador. El análisis de la estructura secundaria se realizó 
mediante el uso de DICHROWEB (Whitmore and Wallace, 2004, 2008) 
(http://dichroweb.cryst.bbk.ac.uk/html/home.shtml), que incluye los programas públicos 
CONTINLL (Provencher and Glockner, 1981; van Stokkum et al., 1990), VARSLC 
(Teeter and Whitlow, 1988), K2d (Andrade et al., 1993), CDSSTR (Compton and 
Johnson, 1986), y SELCON3 (Lees et al., 2006a; Sreerama et al., 1999), que estiman 
los porcentajes de estructura secundaria basándose en un amplio rango de bases de datos 
de espectros derivados de proteínas solubles y de membrana (Abdul-Gader et al., 2011; 
Lees et al., 2006b; Sreerama et al., 2000; Sreerama and Woody, 2000). Como 
parámetro para medir la bondad del ajuste entre los espectros calculados a partir de la 
estructura secundaria predicha y el espectro determinado experimentalmente, se utilizó 
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la NRMSD (normalized root mean square deviation) (Kelly et al., 2005; Mao et al., 
1982). Los valores de la NRMSD <0,1 muestran que los espectros experimentales y los 
calculados presentan alta concordancia. 
 
Cuantificación de la producción de fago 
 
Se tituló el número de unidades formadoras de placa de lisis (PFUs) por mL de 
cultivo infectado a los 50 min post-infección. Para ello, se crecieron células de las 
estirpes DBP-006 y DBP-007, como se ha descrito anteriormente. Cuando alcanzaron 
una DO420 de 0.2 en fase exponencial, dichas células se infectaron con el fago φ29 
silvestre a MOI de 0,5. A los 50 min post-infección, se tomó una muestra de 100 µL de 
cultivo infectado y se diluyó de forma seriada en diluyente de fago (50 mM Tris-HCl, 
pH 7,8, 10 mM MgCl2, 100 mM NaCl). Se mezclaron 100 µL de las diluciones con 500 
µL de células de B. subtilis 110NA que crecían en fase exponencial y con 2,5 mL de 
“top-agar” [0,75% agar (p/v)]. Rápidamente se extendieron por duplicado en placas de 
LB-agar [1,5% agar (p/v)], que se incubaron durante la noche a 37 ºC. Se contó el 
número de PFUs y se estimó el número de PFUs por mL de cultivo, multiplicando por 
el factor de dilución.  La cuantificación de la producción de φ29 a los 50 min se realizó 
en 7 experimentos. Como control, se llevó a cabo una cuantificación del número de 
células infectadas (ver anteriormente) y se observó que las células DBP-006 y DBP-007 
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Las proteínas p1ΔC2 y p1ΔC5 se asocian a la membrana bacteriana 
Se ha demostrado que la proteína p1 del fago φ29 se asocia con la membrana 
bacteriana en células de B. subtilis infectadas (Bravo and Salas, 1997). Además, se ha 
observado que la proteína p1 expresada en trans por medio de un plásmido también es 
recuperada en la fracción de membrana (Serrano-Heras et al., 2003), por lo que esta 
proteína no necesita de otros componentes virales para asociarse con la membrana 
bacteriana. La región C-terminal de la proteína p1 tiene un marcado carácter 
hidrofóbico por su gran proporción de aminoácidos apolares y, por lo tanto, podría estar 
involucrada en la asociación de esta proteína con la membrana bacteriana. Se sabe que 
la proteína p1ΔC43, una proteína p1 truncada que carece de los últimos 43 aminoácidos, 
no está asociada a la membrana in vivo, aunque conserva su capacidad de interaccionar 
con la proteína terminal iniciadora in vitro (Bravo et al., 2000; Bravo and Salas, 1997). 
Para determinar si la región C-terminal de la proteína p1 es responsable de la asociación 
a la membrana bacteriana, se realizaron mutaciones para delecionar dos, cinco y once 
aminoácidos del extremo C-terminal. Estas deleciones se seleccionaron comparando la 
secuencia de aminoácidos conservados en fagos relacionados con φ29 (ver Fig. 6).  
 
φ29" WGN QG  I I AP VDGDLKM I DL ELEKKMTKLEHENKLMKNALYELSRMENNDYATWVI KVLFGGA -  - PHGAK"
WGK QG I I SP VDGDMK I I D I ELEKKMTKLEHENKLMKNALYELSRMENNDYAAWVI KVLFGEV - - AHGAK"
MGKHYVYQEKS RV L E VLRAERE I S ELRTEH KLMRKALE EI AAYEGNEHAKWVLQVLFGVEVKANDTK"
















Fig. 6. Secuencias aminoacídicas de la proteína p1 y proteínas homólogas de fagos de la familia de φ29. 
En rojo se muestran los aminoácidos idénticos y en azul, los homólogos. Los últimos once aminoácidos 
de la proteína p1 de φ29, que constituyen una región hidrofóbica, tienen una región de cuatro 
aminoácidos contiguos que está completamente conservada (VLFG). 
 
 
De esta manera, se clonaron las secuencias que codifican las tres proteínas 
delecionadas y se comprobó que, tanto la variante de p1 que carece de los últimos dos 
aminoácidos (p1ΔC2), como la variante de p1 que carece de los últimos cinco 
aminoácidos (p1ΔC5), se sintetizaban correctamente en células de B. subtilis (ver Fig. 
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7). Sin embargo, la variante de p1 que carece de los últimos once aminoácidos 
(p1ΔC11) no fue detectada mediante Western-blot. 
 






















Fig. 7. Análisis por Western-blot de lisados celulares utilizando anticuerpos anti-p1. Los lisados proceden 
de células de B. subtilis transformadas con el plásmido indicado y que fueron crecidas en condiciones de 
inducción de la síntesis de la proteína codificada en el plásmido.  C: proteína p1. 
 
 
Para analizar si las proteínas p1ΔC2 y p1ΔC5 expresadas en trans están 
asociadas a la membrana en células de B. subtilis, se realizaron experimentos de 
fraccionamiento celular en los que se separó la fracción soluble de la fracción de 
membrana, básicamente como está descrito en Konings et al. (1973) (ver Materiales y 
Métodos). Las proteínas de cada fracción fueron separadas en geles de poliacrilamida 
con SDS y tricina, y después se transfirieron mediante electroforesis a una membrana de 
Immobilon-P, que fue incubada con anticuerpos anti-p1. Como control se utilizaron 
células que sintetizan la proteína p1. Como se muestra en la Fig. 8, las proteínas p1ΔC2 
y p1ΔC5 fueron recuperadas en la fracción de membrana, tal y como ocurre con p1, lo 
que indica que los últimos cinco aminoácidos de la proteína p1 no son esenciales para 
su interacción con la membrana. 
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S       M           T      S     M          CT S     M TC
p1 p1ΔC2                  p1ΔC5
                              T                T               C!
                      2                      1ΔC5                     !
 
Fig. 8. Las proteínas mutantes p1ΔC2 y p1ΔC5 se recuperan en la fracción de membrana. Células de B. 
subtilis que sintetizaban las proteínas indicadas en la parte superior de la figura fueron fraccionadas. Las 
proteínas del lisado celular total (T), de la fracción soluble (S) y de la fracción de membrana (M), fueron 
separadas por electroforesis en gel de poliacrilamida-SDS-tricina. Después, se analizaron por Western-
blot utilizando anticuerpos anti-p1. C: proteína p1.    indica la posición de p1. 
 
Las proteínas p1ΔC2 y p1ΔC5 complementan en trans la replicación del fago 
mutante φ29 sus1(629) 
 En estudios previos se demostró que, en ausencia de la proteína p1, la eficiencia 
de la replicación del DNA del fago φ29 in vivo se ve afectada, especialmente cuando la 
bacteria crece a 37 ºC (Bravo and Salas, 1997, 1998). En dichos estudios se utilizó el 
fago mutante φ29 sus1(629), que no sintetiza la proteína p1 en un fondo genético no 
supresor (su-), y se comparó la cantidad de DNA viral producido en la replicación de 
φ29 sus1(629) en células infectadas con este fago mutante con la cantidad de DNA viral 
producido en células infectadas con el fago φ29 silvestre. Además, se sabe que la 
proteína p1 codificada por medio de un plásmido complementa en trans la replicación 
de φ29 sus1(629) (Serrano-Heras et al., 2003). Para estudiar si las proteínas p1ΔC2 y 
p1ΔC5 son funcionales, se realizaron ensayos de complementación en trans de la 
replicación del fago φ29 sus1(629). Cuando células de B. subtilis 110NA (su-) que 
llevan el vector pPR54 (no productoras de p1) fueron infectadas por φ29 sus1(629), la 
replicación del DNA viral se vio severamente afectada (Fig. 9). Sin embargo, en células 
de B. subtilis 110NA (su-) que contenían el plásmido pPR53-p1ΔC2 o el plásmido 
pPR54-p1ΔC5, se retrasaron los niveles de replicación del DNA viral cuando fueron 
infectadas por φ29 sus1(629), del mismo modo que ocurre en células de B. subtilis 
110NA que contienen los plásmidos pPR53-p1 o pPR54-p1 y que sintetizan la proteína 
p1 silvestre (Fig. 9). Este resultado demuestra que los 5 últimos aminoácidos de la 
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proteína p1 no son imprescindibles para la acumulación del DNA viral durante el ciclo 
infectivo. 
 
min post-infección ! 10     15     20    25     30     35    40     45     50    C!
10     15     20    25     30    35      C     10     15     20     25    30    35!min post-infección !











Fig. 8. Complementación en trans de la replicación del fago φ29 sus1(629). Células de B. subtilis 110NA 
(su-) que contienen los plásmidos indicados fueron infectadas con el fago φ29 sus1(629). A los tiempos 
señalados se aisló el DNA total intracelular y se analizó por electroforesis en gel de agarosa. C: DNA de 
φ29 tratado con proteinasa K.    muestra la posición del DNA de φ29.  
 
La proteína p1ΔC11 no se asocia a la membrana bacteriana 
 
La ausencia de los últimos cinco aminoácidos de la proteína p1 no tiene 
influencia en la asociación a la membrana bacteriana. Pero el resto de aminoácidos 
hidrofóbicos en la región C-terminal podrían estar involucrados en la asociación de la 
proteína p1 con la membrana. Como se puede ver en la Fig. 6, los once últimos 
aminoácidos de la proteína p1 contienen una secuencia de cuatro residuos seguidos 
(VLFG), que están conservados en fagos relacionados con φ29. Dado que los cinco 
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últimos aminoácidos de la proteína p1 son dispensables para que la proteína se asocie a 
membrana y realice su función, se construyó un plásmido que contenía la secuencia que 
codifica una variante de la proteína p1 que carece de los últimos once aminoácidos 
(p1ΔC11). A esta proteína, por tanto, le falta la región de cuatro aminoácidos continuos 
conservados en fagos de la familia de φ29. Como ya se ha visto, se hicieron pruebas de 
síntesis de la proteína p1ΔC11 en células de B. subtilis y dicha proteína no fue detectada 
en los lisados (Fig. 6). Por ello, se clonó la secuencia que codifica la proteína p1ΔC11 
en células de E. coli y se realizaron pruebas de inducción. Como se observó que en estas 
condiciones había síntesis de p1ΔC11 (Fig. 10), se realizaron experimentos de 
fraccionamiento celular en las células de E. coli productoras de esta proteína mutante.  
 
 
                                
 
 
Fig. 10. Síntesis de la proteína p1ΔC11 en células de E. coli. Lisados celulares de una estirpe de E. coli 
que codifica la proteína p1ΔC11 fueron cargados en gel de poliacrilamida-tricina-SDS.  –I: lisado de 
células sin inducir la expresión del gen que codifica la proteína p1ΔC11, +I: lisado de células a las que se 
añadió IPTG para inducir la síntesis de la proteína p1ΔC11. Los números indican el peso molecular en 
KDa. La flecha indica la posición de la proteína p1ΔC11. 
 
 
Para ello, se crecieron las células en medio LB suplementado con ampicilina  y 
se procedió a separar la fracción soluble de la fracción de membrana mediante una lisis 
celular suave y posterior centrifugación (básicamente como se realizó en las células de 
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B. subtilis, ver Materiales y Métodos). Como se observa en la Figura 11, la proteína 
p1ΔC11 se recuperó en la fracción soluble, mientras que la proteína p1 se recuperó 
mayoritariamente en la fracción de membrana, igual que ocurre en B. subtilis. Este 
resultado pone de manifiesto la importancia de los últimos once aminoácidos de la 
proteína p1 en la asociación a la membrana bacteriana. 
 
 
                       
p1                      p1ΔC11"
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Fig. 11. La proteína p1ΔC11 se recupera en la fracción soluble en E. coli. Se realizó un fraccionamiento 
en células de E. coli que sintetizaban la proteína p1 o la variante p1ΔC11. El lisado total (T), la fracción 
soluble (S) y la fracción de membrana (M) se cargaron en gel de poliacrilamida que contenía SDS y 
tricina y se analizó el resultado mediante Western-blot utilizando anticuerpos contra p1. Los números 
indican el peso molecular en KDa. 
 
 
La proteína p1ΔC11 no tiene naturaleza anfifílica in vitro 
 
Además de asociarse a la membrana bacteriana, se ha descrito que la proteína p1 
tiene naturaleza anfifílica (Serrano-Heras et al., 2003). Para comprobar si la deleción de 
los últimos once aminoácidos de la proteína p1 había afectado la naturaleza anfifílica de 
dicha proteína, se realizaron experimentos de solubilización con la proteína p1ΔC11 
purificada y el detergente Triton X-114. Este detergente no es iónico y se utiliza para 
extraer las proteínas celulares totales. A 4 ºC, el Triton X-114 disuelto en PBS (137 mM 
NaCl, 2,7 mM KCl, 8 mM fosfato disódico, 1,5 mM fosfato potásico) al 2%, forma una 
solución homogénea en la que se encuentran las proteínas totales extraídas, pero a 37 ºC 
se forman dos fases: la fase acuosa, que contiene las proteínas hidrofílicas y la fase 
detergente, que contiene las proteínas anfifílicas. 
La proteína p1ΔC11 purificada se incubó en la solución de Triton X-114 al 2% 
en PBS a 4 ºC. Posteriormente la fase acuosa se separó de la fase detergente a 37 ºC 
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mediante centrifugación, y cada una de las fases fue lavada varias veces con la fase 
contraria para evitar que quedaran restos de proteína de una fase en la fracción de la 
otra. Se añadió acetona para precipitar la proteína de cada fase y se cargó en un gel de 
poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes. Después de la electroforesis, las 
proteínas fueron teñidas con azul de Coomassie. Como control, se utilizó la proteína p6 
del bacteriófago φ29, que es hidrofílica. Como se observa en la Fig. 12, la proteína 
p1ΔC11 se recuperó en la fase acuosa. Este resultado demuestra que la proteína p1ΔC11 
tiene un carácter hidrofílico y que no tiene naturaleza anfifílica in vitro. 
 
T         A         D             T          A           D!
p6                        p1ΔC11 !
	  
Fig. 12. La proteína p1ΔC11 tiene naturaleza hidrofílica in vitro. La proteína p1ΔC11 purificada se 
incubó en una solución de Triton X-114 al 2% en PBS, se separaron las fases y se lavaron. La presencia 
de la proteína en cada fase, se analizó mediante gel en gradiente del 10 al 20% de poliacrilamida en 
condiciones desnaturalizantes con SDS. La proteína total (T), la recuperada en la fase acuosa (A) y la 
recuperada en la fase detergente (D) se muestran en la imagen. Como control, se utilizó la proteína p6, 
que es de naturaleza hidrofílica. 
 
 
La proteína p1ΔC11 no tiene naturaleza anfifílica in vivo 
  
Para evaluar el efecto de la deleción de los últimos once aminoácidos de la 
proteína p1 en su naturaleza anfifílica in vivo, se crecieron células de E. coli capaces de 
sintetizar p1 o p1ΔC11, se indujo la síntesis de estas proteínas y se llevó a cabo la 
solubilización de los componentes celulares con Triton X-114 al 2% en PBS. Después 
de la separación de las fases acuosa y detergente, se procedió a lavar cada fase con su 
fase contraria y se precipitaron las proteínas con acetona. Las muestras fueron 
sometidas a electroforesis en condiciones desnaturalizantes y se realizó la detección de 
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las proteínas p1 y p1ΔC11 con anticuerpos purificados contra la proteína p1. Como se 
puede observar en la Figura 13, la proteína p1 se recuperó en su totalidad en la fase 
detergente, como ocurre en células de B. subtilis y como es típico de las proteínas 
anfifílicas. Sin embargo, la proteína mutante p1ΔC11 se recuperó en su totalidad en la 
fase acuosa, como ocurre con las proteínas de carácter hidrofílico.  
Este resultado concuerda con los anteriores y demuestra que la región C-
terminal (concretamente los últimos once aminoácidos) de la proteína p1 es importante 




 T         A        D         T         A         D!
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Fig. 13 La proteína p1ΔC11 se recupera en la fase acuosa en células de E. coli. Células de E. coli que 
contienen las secuencias que codifican la proteína señalada en la parte de arriba de la figura se crecieron 
hasta fase exponencial y se indujo la síntesis proteica. Al cabo de una hora, se recogieron las células y se 
realizó la solubilización con Triton X-114. El lisado total (T) antes de la separación de fases, la fase 
acuosa (A) y la fase detergente (D) se muestran en la figura después de realizar electroforesis en gel de 
poliacrilamida-SDS-tricina y Western-blot utilizando anticuerpos contra la proteína p1. 
 
 
La proteína p1ΔC11 tiene una estructura secundaria con un porcentaje alto de 
desorden 
 
Como aproximación a conocer la estructura secundaria de la proteína p1, se ha 
hecho uso de la técnica de dicroísmo circular. El fenómeno de dicroísmo circular 
aplicado al conocimiento de la estructura secundaria de las proteínas se basa en la 
diferente absorción de la luz polarizada por los enlaces peptídicos de las proteínas y 
depende de la orientación espacial que tengan éstos (ver Kelly et al., 2005). Por tanto, a 
partir de un espectro de dicroísmo circular de una proteína determinada, se pueden 
conocer los porcentajes aproximados de estructura secundaria de esa proteína.  
Dada la naturaleza hidrofóbica de la proteína p1 y la dificultad para obtenerla 
pura en forma soluble, utilizamos el mutante de deleción soluble en medio acuoso 
(p1ΔC11) para realizar experimentos de dicroísmo circular en el rango de luz 
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ultravioleta (de 190 a 250 nm de longitud de onda). La Fig. 14 muestra el espectro 
obtenido para p1ΔC11 a 25 ºC y a una concentración de 20 µM. El espectro es una 
media de 8 análisis realizados en tampón fosfato sódico 25 mM, pH 7,5 con 100 mM de 
NaCl. Para conocer los tipos de estructura secundaria que subyacen en este espectro, se 
utilizaron diversos métodos de análisis de espectros con el programa informático 
DICHROWEB (Whitmore and Wallace, 2004, 2008) 
(http://dichroweb.cryst.bbk.ac.uk/html/home.shtml), que incluye diversos algoritmos 
públicos de análisis (ver Materiales y Métodos). De ellos, los que presentaban un error 
normalizado mayor o igual a 0,1 fueron descartados. La predicción con menor error fue 
la del algoritmo CONTINLL, con valores de error normalizado entre 0,049 y 0,057, 
según el conjunto de proteínas de referencia utilizado en el ajuste. Según el algoritmo 
CONTINLL, la estructura secundaria de la proteína p1ΔC11 estaría compuesta por entre 
un 21 y un 27% de hélice, entre un 8 y un 18% de cadena y entre un 38 y un 58% de la 
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Fig. 14. Espectro de dicroísmo circular de la proteína p1ΔC11. El espectro constituye el promedio de 8 
espectros de la proteína p1ΔC11 a concentración de 20 µM en tampón fosfato sódico 25 mM, pH 7,5, que 
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La proteína p1 del bacteriófago φ29 localiza en la parte media de la célula de B. 
subtilis independientemente de otras proteínas codificadas por el fago  
 
Anteriormente se ha determinado una asociación de la proteína p1 con la 
membrana bacteriana y, mediante inmunomicroscopía electrónica, se observó que la 
proteína p1 localizaba en la membrana bacteriana o muy cerca de ella (Serrano-Heras et 
al., 2003). Sin embargo, no se conocía el patrón de distribución de la proteína p1 dentro 
de la célula de B. subtilis.  
Como una primera aproximación para determinar la distribución subcelular in 
vivo de la proteína p1 del fago ϕ29, se construyó una estirpe de B. subtilis (DBP-001) 
que contiene una fusión del gen 1 del fago φ29 con el gen yfp (yellow fluorescent 
protein). Esta fusión está situada en el locus cromosómico amyE y su expresión es 
inducible por xilosa. La síntesis de la proteína de fusión, YFP-p1, fue analizada 
mediante Western-blot con anticuerpos anti-p1 y anti-GFP (Green Fluorescent Protein) 
y se observó que YFP-p1 estaba presente en los lisados de las células inducidas con 
xilosa que contenían el gen de fusión yfp-p1 (Fig. 15). Además, se vio que la proteína 
YFP-p1 es funcional, ya que complementa la replicación de un fago defectivo en la 
proteína p1 (Fig. 16).  
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Fig. 15. Síntesis de la proteína p1 (9761 Da) en células de B. subtilis 168Δspo0A infectadas con fago φ29 
silvestre, síntesis de p1 en las mismas células infectadas con φ29sus1 y síntesis de YFP-p1 (∼37 KDa) en 
células DBP-001 (168Δspo0A/YFP-p1) infectadas con φ29sus1. Se tomaron muestras de cultivo infectado 
a los tiempos indicados después de la infección y de la inducción y se realizó un Western-blot utilizando 
anticuerpos contra la proteína p1. 
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Fig. 16. La proteína YFP-p1 complementa la replicación de un fago φ29 que carece del gen 1. Se tomaron 
muestras de cultivo de las estirpes infectadas a los tiempos indicados posteriores a la infección y se 
analizó el contenido total de DNA intracelular mediante electroforesis en gel de agarosa (A) o mediante 
reacción en cadena de la polimerasa a tiempo real (B). Se indica mediante flechas la posición del DNA de 
B. subtilis y del DNA viral. 
 
La localización de YFP-p1 fue analizada mediante microscopía de fluorescencia 
en células de B. subtilis que sintetizaban la proteína de fusión y que fueron infectadas 
con el fago φ29 silvestre. La Figura 17A muestra que, a los 30 minutos de la infección 
(i. e., en presencia de proteínas codificadas por el fago), YFP-p1 localiza en posiciones 
centrales de la célula (ver flecha), siguiendo un patrón que recuerda al de la maquinaria 
de división celular bacteriana. Una vez que el divisoma maduro se ha formado, el 
crecimiento de la pared celular y de la membrana citoplasmática permite la producción 
de un septo completo que separa la célula progenitora en dos células hijas, donde 
permanece asociada YFP-p1 (ver punta de flecha). También se analizó el patrón de 
distribución de YFP-p1 en ausencia de otras proteínas codificadas por el fago (i. e., en 
células vivas de B. subtilis no infectadas). La Fig. 17B muestra que YFP-p1 está 
presente en una localización celular media, donde presuntamente se sitúa el divisoma 
(ver flecha), y en los sitios de constricción (ver puntas de flecha), revelando que su 
distribución es independiente de otras proteínas codificadas por el fago. 
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Fig. 17. Localización intracelular de la proteína p1 en células de B. subtilis. (A) Imágenes de células de B. 
subtilis que sintetizan la proteína de fusión YFP-p1 inducida por xilosa, tomadas después de la infección 
con φ29 a una MOI de 5. Las células fueron fotografiadas 30 min después de la adición de xilosa y del 
fago φ29. La combinación de ambas imágenes también se muestra. (B) Imágenes de células de B. subtilis 
no infectadas que expresan la proteína YFP-p1 inducida por xilosa. Las células fueron fotografiadas 30 
min después de la adición de xilosa. Para mayor claridad, la señal de YFP está coloreada falsamente en 
verde y la señal de la membrana bacteriana está coloreada en rojo. La barra de escala indica 2 µm en 
todas las imágenes. (C) Cuantificación de las células que presentan señal de YFP-p1 en la mitad celular, 









Fig. 18. Células de B. subtilis infectadas con φ29 fueron analizadas mediante inmunofluorescencia (IF) 
usando anticuerpos contra p1 (verde) 20 minutos y 30 minutos después de la infección. Se muestra el 
campo claro, la señal de p1, la del DAPI (rojo) y dos combinaciones de ellas. La barra de escala indica 2 
µm en todas las imágenes. 
 
Para poder observar el patrón de distribución de la proteína p1 en condiciones 
fisiológicas, se infectaron células de B. subtilis con el fago φ29 silvestre y se analizó la 
localización subcelular de la proteína p1 mediante técnicas de inmunofluorescencia (IF) 
(Fig. 18). En concordancia con los resultados obtenidos con la fusión YFP-p1, se 
observó que la proteína p1 silvestre localiza en la parte media de la célula, donde el 
divisoma bacteriano se organiza entre los cromosomas segregados teñidos con DAPI 
(ver flecha). Al tiempo que la citocinesis tiene lugar, la proteína p1 permanece asociada 
al sitio de constricción, que será resuelto como un polo de las células hijas (ver puntas 
de flecha). Estos resultados ponen de manifiesto que la proteína p1 del bacteriófago φ29 
localiza en la parte media de la célula de B. subtilis o en futuros sitios de división 
celular y que esta localización es independiente de otros componentes virales. 
 
La proteína p1 del fago φ29 colocaliza con la proteína FtsZ de B. subtilis 
independientemente de la presencia de otras proteínas codificadas por el fago 
 
Después de observar la localización de la proteína p1 del bacteriófago ϕ29 en 
células de B. subtilis, los resultados indicaban que la proteína p1 podría estar 
localizando en el lugar en que se va a realizar la división celular y donde, previamente, 
localiza la maquinaria de división celular o divisoma. Como ya se ha comentado (ver 
Introducción), la proteína FtsZ es el primer componente que se une a la región celular 
media para constituir el divisoma. Para determinar si la proteína p1 de ϕ29 localiza en el 
sitio de ensamblaje del divisoma, se construyó una estirpe de  B. subtilis (DBP-002) que 
puede expresar simultáneamente las proteínas FtsZ-CFP (FtsZ unida al extremo N-
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terminal de la Cyan Fluorescent Protein) e YFP-p1 a partir de promotores inducibles 
por IPTG y xilosa, respectivamente. El análisis por Western-blot mostró que, cuando el 
cultivo fue suplementado con IPTG y xilosa, se detectaban bandas correspondientes al 
tamaño esperado para FtsZ-CFP e YFP-p1, que reaccionaban con los anticuerpos 
específicos contra FtsZ y contra p1 (Fig. 19).  
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Fig. 19. Síntesis de las proteínas YFP-p1 y FtsZ-CFP en células de B. subtilis (estirpe DBP-002). El 
cultivo de células de B. subtilis que contienen las secuencias que codifican las proteínas YFP-p1 y FtsZ-
CFP se creció en medio LB a 37 ºC hasta fase exponencial (DO600 de 0,45). Entonces, se añadió xilosa 
(+Xyl), IPTG (+IPTG) o xilosa más IPTG (+Xyl +IPTG) para inducir la síntesis de YFP-p1, FtsZ-CFP o 
YFP-p1 y FtsZ-CFP, respectivamente. A 0 y 30 minutos post-inducción, los lisados celulares totales se 
analizaron utilizando anticuerpos anti-p1 o anti-FtsZ. 
 
A continuación, se analizó mediante microscopía de fluorescencia la 
localización celular de las proteínas de fusión FtsZ-CFP e YFP-p1 en células que 
sintetizaban simultáneamente ambas proteínas. El resultado mostrado en la Fig. 20 
reveló que, en células de B. subtilis no infectadas y que sintetizan las proteínas FtsZ-
CFP e YFP-p1, las señales fluorescentes CFP e YFP siguen un patrón de localización 
similar en mitad de la célula, y la superposición de ambas señales mostró que las dos 
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proteínas colocalizan. En conclusión, la proteína p1 del bacteriófago φ29 localiza en la 
región de ensamblaje del divisoma en ausencia de otros componentes virales.  



























Fig. 20. Colocalización de la proteína p1 y la proteína FtsZ. (A) Imágenes de la localización intracelular 
de YFP-p1 y FtsZ-CFP en B. subtilis 30 minutos después de la inducción de la síntesis de ambas 
proteínas. Para mayor claridad, la señal de la YFP y de la CFP están falsamente coloreadas en verde y 
rojo, respectivamente. La imagen final muestra la combinación de las tres imágenes anteriores. La barra 
de escala indica 2 µm. (B) Cuantificación de la colocalización entre FtsZ e YFP-p1 representada en 
porcentaje de células. 
 
La localización de YFP-p1 en la mitad de la célula depende de FtsZ 
 
Dada la colocalización entre FtsZ-CFP e YFP-p1, estudiamos si la proteína p1 
dependía de FtsZ para localizar en la región central de la célula, o bien dependía de 
algún otro componente del divisoma. Para ello, se modificó genéticamente una estirpe 
de B. subtilis que sintetiza FtsZ dependiendo de la presencia de IPTG en el medio 
(estirpe 1801; Marston et al., 1998). En presencia de IPTG 1 mM, las células sintetizan 
FtsZ y presentan un fenotipo silvestre. Sin embargo, en ausencia de IPTG, las células 
son incapaces de sintetizar la proteína FtsZ y muestran un fenotipo filamentoso, 
consecuencia de un fallo en el inicio de la formación del septo. La estirpe 1801 fue 
modificada para expresar YFP-p1 de manera dependiente de xilosa, generando la estirpe 
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DBP-003. Como se observa en la Fig. 21, bajo un entorno silvestre (i. e., cuando FtsZ 
fue expresada por la adición de IPTG), YFP-p1 localizó en una posición medial en la 
célula. Sin embargo, en ausencia de FtsZ, las células de B. subtilis exhibieron una 
morfología filamentosa, como consecuencia de un fallo en la formación del septo y la 
división celular, y la proteína YFP-p1 se distribuyó por toda la célula, algunas veces en 
combinación con pequeños acúmulos.  






























Fig. 21. La ausencia de FtsZ afecta la localización de la proteína YFP-p1. En las imágenes de la columna 
de la izquierda se puede observar la localización subcelular de la proteína YFP-p1 en un contexto 
silvestre (wt) en células de B. subtilis y en la derecha, su localización en ausencia de la proteína de 
división celular FtsZ (-FtsZ). Para mayor claridad, la señal de YFP está falsamente coloreada en verde y 
la señal de membrana, en rojo. La barra de escala indica 2 µm. (B) Cuantificación de la localización 




La localización celular de YFP-p1 no depende de la síntesis de la pared del septo 
 
En B. subtilis se ha determinado que el ensamblaje de la maquinaria del 
divisoma ocurre mediante un mecanismo de dos pasos en el cual las proteínas de 
ensamblaje temprano son directamente reclutadas al anillo Z por la proteína FtsZ y, 
después de un intervalo de tiempo, son seguidas por la asociación concertada e 


































Fig. 22. La localización de YFP-p1 no varía en ausencia de la proteína PBP2B. (A) Imágenes de la 
localización de YFP-p1 en B. subtilis en un contexto silvestre (wt) o en ausencia de la proteína PBP2B (-
PBP2B). Para mayor claridad, la señal de membrana está coloreada en rojo y la señal de YFP está 
falsamente coloreada en verde. La barra de escala indica 2 µm. (B) Cuantificación de la localización 
medial de la proteína YFP-p1 en presencia (wt) y ausencia de PBP2B (-PBP2B), expresada en porcentaje 
de células. 
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Entre los componentes de ensamblaje tardío, la proteína PBP2B (codificada por 
el gen pbpB) está involucrada en la síntesis del peptidoglicano del septo, y la ausencia 
de PBP2B bloquea la división celular, provocando la filamentación bacteriana (Daniel 
et al., 2000). Los resultados anteriores sugieren que el reclutamiento de la proteína p1 al 
sitio del divisoma ocurre en estadíos tempranos de ensamblaje, ya que la proteína p1 fue 
detectada en una porción de las células donde la membrana citoplasmática no se había 
invaginado todavía (Fig. 17A, ver flechas). Para determinar si la síntesis de la pared del 
septo es requerida para el reclutamiento de la proteína p1 a la parte media de la célula, 
se utilizó la estirpe 804 de B. subtilis (Daniel et al., 2000), en la que la expresión del 
gen pbpB está regulada por el promotor inducible por IPTG Pspac y fue transformada 
para que contuviera el gen de fusión yfp-p1, inducible por xilosa (estirpe DBP-004). Se 
ha demostrado que, en ausencia de IPTG (i. e., cuando la síntesis de PBP2B es 
inhibida), la estirpe 804 exhibe una anómala formación del septo y división celular, 
incrementándose la longitud celular mientras la proteína FtsZ permanece ensamblada 
formando bandas posicionadas regularmente a lo largo de la mayoría del filamento 
celular (Daniel et al., 2000). La Fig. 22 muestra que, en ausencia de PBP2B, YFP-p1 
permanece localizando en bandas regulares a lo largo del filamento celular, indicando 
fuertemente que el reclutamiento de la proteína p1 al sitio de división ocurre antes del 




La proteína p1 del fago φ29 y la proteína FtsZ de B. subtilis están asociadas en un 
complejo in vivo 
 
El hecho de que la localización subcelular de la proteína p1 dependa de FtsZ, 
junto con la colocalización observada de ambas proteínas, sugería que la proteína p1 
podría estar asociada con el anillo Z, bien directa o indirectamente. Para analizar esta 
posibilidad, se realizaron ensayos de pull-down utilizando una estirpe de B. subtilis 
(168His), que expresa una versión de FtsZ unida a histidina. Los cultivos fueron 
infectados con el fago φ29, sometidos a entrecruzamiento químico in vivo con 
formaldehído al 1%, y los complejos con FtsZ fueron purificados utilizando la afinidad 
de las histidinas por el níquel (ver Materiales y Métodos). Después de electroforesis en 
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gel de poliacrilamida con SDS, se analizó la presencia de la proteína p1 mediante 
Western-blot con anticuerpos contra esta proteína (Fig. 23). En ausencia de agente de 
entrecruzamiento químico, se observó la proteína p1 en su forma monomérica en el 
lisado celular total proveniente de células infectadas que expresaban tanto FtsZ como 
FtsZ unida a histidinas (carriles 1 y 3), mientras que no se detectó en células no 
infectadas. Después del entrecruzamiento químico, se detectaron el monómero de la 
proteína p1, así como oligómeros de proteína p1 en los lisados totales de células 
infectadas que expresaban tanto FtsZ, como FtsZ unida a histidinas (carriles 7 y 9). Es 
importante señalar que la proteína p1 fue únicamente detectada en la fracción eluida 
correspondiente a los complejos purificados de FtsZ unida a histidinas (comparar 
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Fig. 23. La proteína p1 está asociada a FtsZ in vivo. Células de B. subtilis que sintetizan FtsZ silvestre 
(FtsZ) o FtsZ unida a histidinas (FtsZHis) fueron infectadas con φ29 sus14(1242). Se añadió 
formaldehído al 1% y se purificaron los complejos que contenían la proteína de fusión FtsZ-His. Como 
controles, el experimento se realizó en paralelo con células no infectadas y con células que no sintetizan 
la proteína FtsZ-His. El lisado total (Lisado), el complejo entrecruzado con formaldehído, eluido y 
revertido (+FA-R Eluido) y el lisado total entrecruzado con formaldehído y revertido (+FA-R Lisado) 
proveniente de células sin infectar (-) o infectadas con φ29 sus14(1242) (+) fueron analizados mediante 
Western-blot, utilizando anticuerpos contra la proteína p1 (ver Materiales y Métodos). 
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La proteína FtsZ de B. subtilis interacciona con la proteína p1ΔC11 in vitro 
 
Para evaluar si la proteína FtsZ de B. subtilis y la proteína p1 de φ29 
interaccionan directamente, se realizaron ensayos de entrecruzamiento químico in vitro. 
La proteína p1 tiene una naturaleza hidrofóbica (Serrano-Heras et al., 2003) y su 
purificación en forma soluble no se ha conseguido hasta ahora. Como se ha mostrado 
anteriormente, la ausencia de los últimos once aminoácidos de la proteína p1 es 
suficiente para que esta proteína no se una a la membrana bacteriana y pierda su 
naturaleza anfifílica.  
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Fig. 24. La proteína p1ΔC11 interacciona directamente con FtsZ in vitro. La proteína p1ΔC11 purificada 
(8,8 KDa) fue incubada con la proteína FtsZ de B. subtilis (40 KDa) en presencia de 5 mM MgSO4. A 
continuación, se añadió GTP a una concentración final de 1 mM y se usó DSS como agente de 
entrecruzamiento químico (ver Materiales y Métodos). Las muestras del entrecruzamiento se cargaron en 
gel de poliacrilamida en gradiente del 10 al 20% en presencia de SDS y se analizaron por Western-blot 




Por ello, se delecionaron los once residuos C-terminales comprendidos desde la 
Val75 hasta la Lys85, obteniendo de esta manera una variante soluble de la proteína p1 
(p1ΔC11) (ver Materiales y Métodos). Como agente de entrecruzamiento químico se 
utilizó DSS (disuccinimidil suberato). El DSS es un agente de entrecruzamiento 
químico homobifuncional específico para aminas, que contiene un grupo éster N-
hidroxisuccinimido amino reactivo a cada lado de un brazo espaciador de ocho 
carbonos y una longitud de 11,4 Å. Después del tratamiento con DSS, las muestras se 
cargaron en gel de poliacrialmida en gradiente del 10 al 20% en condiciones 
desnaturalizantes. Utilizando anticuerpos contra FtsZ y contra p1 se detectaron bandas 
adicionales cuando las dos proteínas estaban presentes en la mezcla junto con el DSS 
(Fig. 24, carriles 6 y 12, ver flechas). Estas bandas eran reconocidas tanto por los 
anticuerpos contra la proteína p1 como por los anticuerpos contra la proteína FtsZ. 
Además, el tamaño de estas bandas adicionales es el esperado para los complejos FtsZ-
p1ΔC11. Dichos complejos no fueron observados cuando FtsZ o p1ΔC11 fueron 
entrecruzados separadamente (carriles 4, 5, 10 y 11). Este resultado indica que FtsZ y la 
proteína p1 interaccionan directamente. 
 
 
La síntesis de proteína p1 en B. subtilis incrementa la longitud celular 
 
A pesar de que la ausencia de la proteína p1 afecta negativamente a la síntesis 
del DNA de φ29 en células de B. subtilis (Bravo and Salas, 1997), se sabía poco de la 
función biológica de esta proteína. Para profundizar en el papel de la proteína p1 en 
células vivas, se generó una estirpe de B. subtilis capaz de expresar la proteína p1 a 
partir del promotor Pspac inducible por IPTG (estirpe DBP-005), y se analizó la 
morfología bacteriana mediante el uso de la tinción de membrana FM4-64. Como 
control, se analizó también la longitud celular en el cultivo sin inducir la síntesis de la 
proteína p1 y, además, se analizó en paralelo una estirpe que sintetiza CFP bajo el 
mismo promotor Pspac (estirpe DM-024). Mediante Western-blot se observó que la 
cantidad de proteína p1 expresada por la estirpe DBP-005 era similar a la producida en 
una infección con ϕ29 (Fig. 25). Como se observa en la Fig. 26A y en la tabla T1A, en 
ausencia de IPTG, las células bacterianas presentaban un valor medio de 3,78 µm en 
longitud celular. De forma similar, las células que sintetizaban CFP, tuvieron un valor 
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medio de 3,82 µm en longitud celular. Sin embargo, cuando las células sintetizaban la 
proteína p1, el valor medio de la longitud de estas células fue de 5,55 µm, lo que 
significa un alargamiento de alrededor de 1,5 veces la longitud bacteriana media. Por 
otra parte, se analizó también la longitud de células de B. subtilis infectadas con el fago 
φ29. Para ello, se utilizó el fago φ29sus14(1242), que tiene un fenotipo de lisis retrasado 
y permite observar la longitud celular a tiempos tardíos de infección viral. Se tomaron 
muestras del cultivo no infectado y del infectado 50 minutos después de la infección y 
se midió la longitud celular. En las células no infectadas, el valor medio de longitud 
celular fue de 3,90 μm, mientras que en células infectadas fue de 5,49 μm (ver Fig. 26B 
y tabla T1B). Este resultado concuerda con el obtenido en células de B. subtilis que 















Fig. 25. La proteína p1 sintetizada en la estirpe DBP-005 se produce a niveles parecidos a los de una 
infección con el fago φ29. Se analizó por Western-blot la síntesis de la proteína p1 en células de B. 
subtilis 168Δspo0A infectadas con el fago φ29 y en células de B. subtilis que portan el gen 1 bajo un 
promotor inducible por IPTG (estirpe DBP-005). Se tomaron muestras a los minutos posteriores a la 
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Fig. 26 La síntesis de la proteína p1 incrementa la longitud celular de B. subtilis. (A) Células de B. 
subtilis capaces de sintetizar la proteína p1 mediante la adición de IPTG (estirpe DBP-005) fueron 
crecidas hasta fase exponencial y suplementadas con 1 mM IPTG (concentración final). Después de 45 
min (aproximadamente dos generaciones celulares), la membrana de las células fue teñida con FM4-64 y 
se tomaron fotografías. Como controles internos, a la mitad del cultivo no se le añadió IPTG y también se 
crecieron en paralelo células de B. subtilis que contienen la secuencia que codifica la proteína CFP bajo el 
mismo promotor, en presencia de IPTG. Las barras de escala indican 2 µm. En la parte derecha se 
muestra una gráfica con la cuantificación de la longitud celular. La media está marcada como una línea 
vertical y cada punto en la gráfica representa la medida de longitud de una célula individual (ver Tabla 
T1A para más detalles). (B) Se crecieron células de la estirpe B. subtilis 168Δspo0A hasta fase 
exponencial y se infectaron con el fago φ29 sus14(1242). Después de 50 min, las células fueron teñidas 
con FM4-64 y fotografiadas. Como control, la mitad del cultivo no fue infectado. La gráfica muestra la 
cuantificación de la longitud celular de las células infectadas y no infectadas (ver Tabla T1B). La longitud 
celular fue medida con el software Fiji (ImageJ) (ver Materiales y Métodos). La significación estadística 
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Tabla T1. Longitud de células que expresan la proteína p1 y de células infectadas con φ29 sus14. 
A 
 -p1 +p1 +CFP 
Número de valores 242 121 133 
Percentil 25% 3,10 4,52 3,24 
Mediana 3,68 5,04 3,72 
Percentil 75% 4,37 6,60 4,36 
Media 3,78 5,55 3,82 
Desviación típica 0,87 1,47 0,76 
Error estándar 0,06 0,13 0,07 
 
B 
 No infectadas + sus14(1242) 
Número de valores 175 175 
Percentil 25% 2,96 3,68 
Mediana 3,72 5,05 
Percentil 75% 4,80 6,51 
Media 3,90 5,49 
Desviación típica 1,16 2,54 
Error estándar 0,09 0,19 
 
Tabla T1. Se muestran los valores descriptivos estadísticos de la cuantificación de la longitud de células 
de B. subtilis que sintetizan la proteína p1 en ausencia de otros componentes virales (+p1, Tabla T1A) o 
durante la infección [+sus14(1242), Tabla T1B], con sus respectivos controles. Las longitudes están 
reflejadas en micrómetros. 
 
 
La síntesis de DNA viral aumenta con la longitud celular en B. subtilis 
 
Teniendo en cuenta que la longitud de células de B. subtilis que sintetizan la 
proteína p1 (ya sea durante la infección viral o en ausencia de otros componentes 
virales, véase más arriba) es mayor que en células en que no se sintetiza la proteína p1, 
evaluamos si existe una relación entre la longitud celular y la síntesis de DNA viral. 
Para ello, se utilizaron las estirpes DBP-006 y DBP-007, la segunda de ellas, mutante de 
la primera en la proteína EzrA, lo que le confiere un aumento de alrededor de un 45% 
en la longitud celular (Haeusser et al., 2007). Después de infectar las dos estirpes con el 
fago φ29, se analizó la cantidad de DNA viral intracelular a tiempos tardíos de la 
infección (40 y 50 minutos) mediante PCR a tiempo real. Para poder comparar la 
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cantidad de DNA viral sintetizado en cada tiempo en una estirpe con respecto a la otra, 
también se cuantificó mediante PCR a tiempo real la cantidad intracelular de DNA 
genómico bacteriano y se relativizaron los µg de DNA viral por mL de cultivo frente a 
los µg de DNA bacteriano por mL de cultivo. De esta manera, se comparó la cantidad 
de DNA viral en muestras de cultivo que contenían la misma cantidad de DNA 
bacteriano. Se realizaron siete experimentos en los que se midió la cantidad de DNA 
intracelular en las dos estirpes y, una vez relativizados los datos, se aplicó el test 
estadístico “t de Student” para comprobar si había diferencias en la acumulación de 
DNA viral entre la estirpe mutante (más larga de lo normal) y la estirpe silvestre. Así, 
determinamos que a los 40 minutos después de la infección se acumula, de media, un 
35,1% más de DNA viral en la estirpe larga que en la silvestre, y a los 50 minutos 
después de la infección se produce una media de un 31% más de DNA viral en la estirpe 
larga que en la silvestre. Estas diferencias son estadísticamente significativas tanto a los 
40 como a los 50 minutos después de la infección (ver Fig. 27). El hecho de que haya 
más DNA viral en la estirpe mutante que en la silvestre no se debe a una mayor cantidad 
de DNA viral intracelular inicial, que también fue cuantificado y relativizado (ver Tabla 
2). Como control adicional, se comprobó que el número de células infectadas era similar 
en la estirpe larga y en la estirpe silvestre (ver Tabla T3). Por tanto, cuando se 
incrementa la longitud celular, se acumula mayor cantidad de DNA viral, lo que podría 
facilitar una progenie viral mayor. 
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Fig. 27. El alargamiento celular provoca mayor acumulación de DNA viral. La cantidad intracelular de 
DNA de φ29 acumulado a 40 y 50 minutos después de la infección en células DBP-006 (silvestre) y 
DBP-007 (mutante en EzrA) se cuantificó mediante PCR a tiempo real. Los datos (µg de DNA viral/mL 
de cultivo) se normalizaron de acuerdo a la misma cantidad de DNA genómico bacteriano de las estirpes 
infectadas. La significación estadística de la diferencia de DNA viral acumulado en una estirpe frente a la 
otra se determinó mediante un test t de Student de dos colas: n.s.-no significativo; * p<0,05; ** p<0,01; 
*** p<0,001. 
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Tabla T2. DNA viral relativizado acumulado en cada estirpe al tiempo indicado. 
 Minutos post-infección 
 0 40 50 
Experimento silvestre ezrA(R510D) silvestre ezrA(R510D) silvestre ezrA(R510D) 
1 0,0048 0,0034 1,8055 2,5041 2,2607 3,2745 
2 0,0034 0,0033 1,6160 3,1810 2,2742 3,3657 
3 0,0026 0,0024 1,5443 1,5151 2,0998 2,4785 
4 0,0027 0,0024 1,2755 1,5470 1,7355 2,4867 
5 0,0025 0,0020 1,0348 1,3176 1,7950 2,1621 
6 0,0025 0,0018 0,9315 1,2382 1,6042 1,8636 
7 0,0024 0,0021 0,9137 1,0185 1,5642 1,8416 
Media 0,0030 0,0025 1,3030 1,7602 1,9048 2,4961 
Diferencia en acumulación de DNA viral 35,1% 31,0% 
 
Tabla T2. La cantidad intracelular de DNA de φ29 a 0, 40 y 50 min post-infección acumulado en la 
estirpe DBP-006 (silvestre) y en la estirpe DBP-007 [mutante ezrA(R510D)] fue cuantificado mediante 
PCR a tiempo real cargando triplicados de cada muestra. Los datos (μg de DNA viral/mL de cultivo) 
fueron obtenidos a partir de siete experimentos y se normalizaron de acuerdo a la misma cantidad de 
DNA genómico bacteriano en las estirpes infectadas. La diferencia en la acumulación de DNA viral en la 




Tabla T3. Células infectadas por mL de cultivo. 






1 3,4×106 3,3×106 
2 1,2×106 3,2×106 
3 2,9×106 2,8×106 
4 3,5×106 2,4×106 
5 2,4×106 2,5×106 
6 2,7×106 3,0×106 
7 2,1×106 2,6×106 
Media 2,6×106 2,8×106 
SEM 3,0×105 1,3×105 
 
Tabla T3. La cuantificación del número de células infectadas con φ29 por mL de cultivo fue realizada 
inmediatamente después de la infección. Una muestra de las células infectadas fue centrifugada, lavada 
dos veces para eliminar fagos no adsorbidos y plaqueada en placas de LB con agar de arriba. Se contaron 
las placas de lisis y el número de unidades formadoras de placa por mL de cultivo en cada estirpe se 
determinó obteniendo la media de un mínimo de ocho plaqueos. SEM: error estándar de la media. 
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La producción de fago está incrementada en células con mayor longitud 
 
Para comprobar si se producen más partículas virales en una estirpe de B. 
subtilis más larga que la estirpe silvestre, se tituló el número de unidades formadoras de 
placa de lisis (PFUs) por mL de cultivo a tiempo final del ciclo viral (i. e., a los 50 min 
después de infectar) tanto en células silvestres, como en células mutantes en EzrA (un 
45% más largas). Para ello, a los 50 min después de comenzar la infección, se tomó una 
muestra de cada cultivo infectado y se extendió una dilución de esta muestra en placas 
con agar y células de B. subtilis que crecían en fase exponencial. Se contaron las PFUs 
que había en cada placa y se multiplicaron por el factor de dilución para conocer 
cuántas había por mL de cultivo. El experimento se repitió siete veces y se hicieron 
duplicados para contar el número de PFUs. Como control, se partió del mismo número 
de células infectadas de cada estirpe (ver Tabla T3). La media de PFUs/mL de cultivo 
en la estirpe silvestre (wt) fue de 5,45×109, mientras que la media obtenida en la estirpe 
mutante (EzrA) fue de 7,42×109 PFUs/mL cultivo, lo que supone un incremento de 
alrededor de un 36% más de PFUs en la estirpe larga, respecto de la estirpe silvestre. 
Esta diferencia de medias es estadísticamente significativa con un test t de Student 
emparejado de dos colas (Fig. 28).                                   
























                        
Fig. 28. La producción de unidades formadoras de placa de lisis es mayor en células de mayor longitud. 
Se tituló el número de unidades formadoras de placa de lisis (PFUs) por mL de cultivo a los 50 min 
después de la infección de células de B. subtilis de longitud normal (wt) y de longitud incrementada 
(ezrA). El experimento se realizó siete veces y las medias están representadas en la figura por el límite 
superior de cada rectángulo (5,45×109 para wt y 7,42×109 para ezrA). La barra superior indica el error 
estándar de la media. La significación estadística de la diferencia de PFUs/mL en una estirpe frente a la 
otra se determinó mediante un test t de Student emparejado de dos colas: n.s.-no significativo; * p<0,05; 











La proteína p17 
del bacteriófago ф29: 
Organización subcelular 
e interacción 




La proteína p1 interacciona con la proteína p17 
 
Se ha descrito que la proteína p1 y la proteína p17 del fago φ29 ayudan a la 
unión eficiente de la proteína p6 al DNA viral in vivo, ya que en los fagos mutantes φ29 
sus1(629) y φ29 sus17(112) que no sintetizan, respectivamente, la proteína p1 y la 
proteína p17, la unión de la proteína p6 al DNA viral está significativamente disminuida 
respecto a la unión de p6 al DNA del fago silvestre (González-Huici et al., 2004a). Para 
estudiar si la proteína p1 podría interaccionar con la proteína p17, se utilizó un sistema 
de doble híbrido en bacteria (Karimova et al., 1998).  
 
                        






+ -   
Fig. 29. La proteína p1 y la proteína p17 interaccionan en el ensayo de doble híbrido en bacteria. Se 
clonaron las secuencias que codifican la proteína p1 y la proteína p17 en fase antes o después del 
fragmento T18 y del fragmento T25 de la adenilato ciclasa. Las interacciones positivas aparecen en color 
azul. 
 
Para ello, se clonaron las secuencias que codifican las proteínas p1 y p17 junto 
con las secuencias que codifican los fragmentos T18 y T25 de la adenilato ciclasa, se 
co-transformaron células de E. coli  y se comprobó si había interacción entre alguna de 
las proteínas de fusión generadas. Cuando hay interacción entre las proteínas analizadas, 
los fragmentos T18 y T25 de la adenilato ciclasa se asocian y posibilitan que el ATP sea 
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transformado a cAMP. El cAMP se une a la proteína activadora de catabolito (CAP) y 
el complejo cAMP/CAP activa la expresión de varios genes, incluyendo los genes del 
operón lac. Esto posibilita que el X-Gal sea transformado y se observa un precipitado de 
color azul en las colonias en las que las proteínas interaccionan. Como se puede 
observar en la Fig. 29, hay evidencia de interacción entre la proteína p1 y la proteína 
p17. Como controles de interacciones descritas, también se observaron las interacciones 
oligoméricas entre p1 y p1 o entre p17 y p17. 
 
La proteína p17 del bacteriófago φ29 localiza formando hélices en células de B. 
subtilis 
 
Mediante experimentos de inmunofluorescencia se ha determinado la 





Fig. 30. La proteína p17 del bacteriófago φ29 localiza siguiendo un patrón helicoidal en células de B. 
subtilis. A los 30 min después de la infección se tomaron muestras de células infectadas y fueron 
analizadas mediante técnicas de inmunofluorescencia. Se utilizaron anticuerpos contra la proteína p17 de 
φ29 y anticuerpos secundarios unidos al fluorocromo Alexa488. 
 
 
Para ello, se crecieron células de B. subtilis en medio LB hasta fase exponencial 
y se les añadió el fago φ29sus14(1242) para que tuviera lugar la infección viral. A los 
30 minutos después de la infección se recogieron muestras de las células infectadas, se 
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fijaron con formaldehído y glutaraldehído y se procesaron para inmunofluorescencia 
(ver Materiales y Métodos). Para visualizar la localización de la proteína p17 se 
utilizaron anticuerpos contra dicha proteína y anticuerpos secundarios conjugados con 
el fluorocromo Alexa488. Como muestra la Fig. 30, a los 30 minutos después de la 
infección, la proteína p17 se encuentra formando hélices en el interior de la célula 
bacteriana. En concreto, hay entre una y dos vueltas de hélice de la proteína p17 en el 
interior de cada célula (ver recuadro en la Fig. 30) 
 
La proteína p17 colocaliza parcialmente con la proteína p16.7 en B. subtilis 
 
Como ya se ha mencionado, la proteína p17 está implicada en la inyección del genoma 
de φ29 en el interior de la célula de B. subtilis (González-Huici et al., 2004b). Otra 
proteína que está implicada en esta etapa es la proteína p16.7, que es requerida para que 
se internalice totalmente el DNA de φ29 a tiempos iniciales post-infección (entre 0 y 15 
min). Si la proteína p16.7 no está presente, la inyección total del genoma viral se 
retrasa, al menos hasta el minuto 30 post-infección (Alcorlo et al., 2007). Ya que tanto 
la proteína p17, como la proteína p16.7 están implicadas en la inyección del DNA viral, 
ambas proteínas podrían tener una localización intracelular similar. Para comprobar esta 
hipótesis, se estudió la localización de la proteína p16.7 junto con la localización de la 
proteína p17 mediante inmunofluorescencia en células infectadas. Las muestras se 
procesaron como se describe en Materiales y Métodos. Para visualizar la localización de 
la proteína p17, se utilizó un anticuerpo secundario conjugado con Alexa488 y, en el 
caso de la proteína p16.7, se usó un anticuerpo secundario conjugado con Alexa647. 
Como se puede observar en la Fig. 31, la proteína p16.7 forma estructuras de tipo 
helicoidal en células de B. subtilis, de forma parecida a las que forma  
campo claro                  p17                        p16.7                    merge           !
 
Fig. 31. Colocalización parcial de p17 y p16.7 en células de B. subtilis. En las imágenes se muestra, de 
izquierda a derecha, el campo claro, la localización en células de B. subtilis de la proteína p17 de φ29, la 
localización de la proteína p16.7 de φ29 y la superposición de la señal de localización de estas dos 
proteínas con el campo claro (merge). 
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la proteína p17. La superposición de la señal de la p16.7 con la señal de la p17 muestra 
que ambas proteínas se distribuyen de manera similar a lo largo de la célula y que 
colocalizan parcialmente. Esto sugiere que estas dos proteínas podrían estar 
interaccionando. 
 
La proteína p17 interacciona in vitro con la proteína p16.7 
 
Para comprobar si existe una interacción entre la proteína p17 y la proteína 
p16.7, se realizaron experimentos de entrecruzamiento químico in vitro con el agente 
DSS y las proteínas p17 y p16.7 purificadas. Como se observa en la Fig. 32, cuando se 
encuentran presentes las dos proteínas (p17 y p16.7) y se ha añadido DSS como agente 
de entrecruzamiento químico, aparecen dos bandas proteicas adicionales (carril 5), que 
podrían ser complejos de p17 unida a p16.7 (ver flechas). Como control, estas bandas 
no aparecen cuando sólo p17 está en la mezcla de reacción, cuando sólo está p16.7, o 
cuando están ambas pero no se ha añadido el agente de entrecruzamiento químico DSS. 
Este resultado sugiere que las proteínas p17 y p16.7 interaccionan directamente. 












1         2         3           4          5          6 !     
Fig. 32. La proteína p17 interacciona con la proteína p16.7 in vitro. Las proteínas p17 (17 en la figura) y 
p16.7 (16.7 en la figura) fueron purificadas e incubadas in vitro en presencia o ausencia del agente de 
entrecruzamiento DSS. Después de la incubación, las muestras se cargaron en gel de poliacrilamida en 
condiciones desnaturalizantes y se observó la aparición de dos bandas adicionales (carril 5, ver cuadros) 
cuando se incuban juntas p17 y p16.7 y se añade el agente de entrecruzamiento.  
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La proteína p17 forma hélices en ausencia de p16.7, MreB, Mbl o MreBH 
 
Dada la colocalización parcial de las proteínas p17 y p16.7 y su interacción 
detectada por entrecruzamiento químico in vitro, la proteína p16.7 podría influir en la 
localización de la proteína p17 en células de B. subtilis y, por lo tanto, resulta 
interesante analizar la localización de la proteína p17 en ausencia de la proteína p16.7. 
Para ello, se utilizó el fago mutante doble φ29 sus16.7(48)/sus14(1242), que es incapaz 
de sintetizar la proteína p16.7 y la proteína p14 en un contexto celular silvestre. Como 
se hizo anteriormente, se analizó la localización de la proteína p17 mediante 
inmunofluorescencia, utilizando anticuerpos primarios contra la proteína p17 y 
anticuerpos secundarios conjugados con Alexa488. Como se puede observar en la 
Figura 33, las células infectadas con el fago φ29 sus16.7(48)/sus14(1242), muestran una 
localización de la proteína p17 formando hélices en el interior celular, de la misma 
manera que ocurre en células infectadas con φ29 silvestre y que sintetizan la proteína 
p16.7. Por tanto, la localización helicoidal de p17 no depende de la expresión de la 
proteína p16.7. 
 
campo claro                       p17                             merge           !
   
Fig. 33. Localización de la proteína p17 del fago φ29 en células infectadas en ausencia de la proteína 
p16.7. En las imágenes se muestra, de izquierda a derecha, el campo claro, la localización de la proteína 
p17 visualizada mediante técnicas de inmunofluorescencia y la combinación de las dos primeras 
imágenes (merge).  
 
 
Se sabe que la proteína p16.7 localiza siguiendo un patrón helicoidal en células 
de B. subtilis  y esta distribución subcelular requiere un citoesqueleto intacto compuesto 
por las proteínas MreB, Mbl y MreBH, que también siguen una distribución helicoidal y 
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que colocalizan con p16.7 (Muñoz-Espín et al., 2009). Se han utilizado mutantes de B. 
subtilis incapaces de sintetizar la proteína MreB, la proteína Mbl o la proteína MreBH, 
para estudiar cómo localiza la proteína p17 en ausencia de estos componentes del 
citoesqueleto bacteriano. Como muestra la Fig. 34, en ausencia de MreB la proteína p17 
localiza formando hélices. Esta localización es la misma en células que carecen de la 
proteína Mbl o en células que carecen de la proteína MreBH (Fig. 34). En conclusión, la 
localización intracelular de la proteína p17 formando estructuras helicoidales, es 
independiente de la presencia de la proteína viral p16.7 y también de las proteínas del 
citoesqueleto bacteriano MreB, Mbl o MreBH. 
 
             





Fig. 34. La proteína p17 del fago φ29 mantiene su localización helicoidal en células de B. subtilis en 
ausencia de las proteínas del citoesqueleto MreB, Mbl o MreBH. Células de B. subtilis que no sintetizan 
las proteínas MreB, Mbl o MreBH (ΔmreB, Δmbl y ΔmreBH, respectivamente) fueron crecidas, 
infectadas con el fago φ29 y sometidas a técnicas de inmunofluorescencia con anticuerpos contra la 
proteína p17. Las imágenes muestran, de izquierda a derecha, el campo claro, la localización de la p17 
(verde) y la combinación de las dos primeras imágenes (merge). 
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La proteína p17 de φ29 localiza formando un patrón helicoidal en ausencia de 
otros componentes virales en células de B. subtilis 
 
Para observar la localización de la proteína p17 de φ29 en ausencia de otros 
componentes virales, se clonó el gen que codifica esta proteína en un vector de 
integración en el cromosoma de B. subtilis cuyo promotor está regulado por IPTG. Se 
crecieron las células de B. subtilis que habían integrado el gen y la síntesis de la 
proteína p17 se indujo mediante la adición de IPTG. 
 
 
10   20   30   40!
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Fig. 35. Síntesis de la proteína p17 a partir de infección viral y a partir del gen 17 clonado en B. subtilis. 
A la izquierda, se muestra la síntesis de la proteína p17 a partir de células 110NA infectadas con el fago 
φ29 a los distintos tiempos post-infección. A la derecha, inducción de la proteína p17 en células no 
infectadas, a diferentes tiempos después de la inducción. +I: células inducidas, -I: células no inducidas. 





Fig. 36. Localización de la proteína p17 del bacteriófago φ29 en ausencia de otros componentes virales. 
Se crecieron células de B. subtilis y se indujo la síntesis de la proteína p17. A los 20, 30 ó 40 minutos 
después de la inducción (indicado en la figura), se fijaron las células y se analizaron mediante 




Como se puede observar en la Figura 35, la proteína p17 se sintetizó con un 
tamaño correcto y a niveles similares a los obtenidos durante el transcurso de la 
infección. Las células que sintetizaban la proteína p17 fueron fijadas a los 20, 30 y 40 
minutos después de la inducción y se sometieron a técnicas de inmunofluorescencia. La 
localización de la proteína p17 se analizó utilizando anticuerpos primarios contra la 
proteína p17 y anticuerpos secundarios conjugados con Alexa488. Se pudo observar que 
la proteína p17 localiza en células de B. subtilis siguiendo un patrón helicoidal (Fig. 36). 
Esta localización es la misma que se observaba en células infectadas y demuestra que la 
proteína p17 de φ29 no necesita otros componentes virales para localizar formando un 





El bacteriófago φ29 es un buen organismo modelo para diversos procesos en 
biología molecular. En particular, la replicación del DNA de este virus se ha estudiado 
extensamente, y se conocen muchos detalles acerca de cómo tiene lugar (Salas, 1991, 
1999). Sin embargo, mucho de lo que se conoce está basado en estudios in vitro y al 
inicio de la presente tesis existían algunos vacíos de conocimiento sobre el ciclo de φ29 
in vivo y sobre la forma en que se replica su material genético. ¿Cómo se organiza el 
genoma del fago durante la replicación de su DNA?, ¿qué patrón o patrones de 
localización siguen las proteínas codificadas por el fago cuando tiene lugar el ciclo viral 
y la replicación del DNA? o ¿cuál es el papel de ciertas proteínas, como la proteína p1, 
en la replicación del DNA de φ29 in vivo? son algunas de las preguntas que quedaban 
sin responder todavía.  
 Durante su ciclo infectivo, los bacteriófagos son capaces de producir grandes 
cantidades de progenie viral en un corto espacio de tiempo. Para ello, y debido al 
reducido tamaño de sus genomas, los fagos utilizan algunas funciones celulares y 
estructuras del hospedador para su propio beneficio. En este sentido, la replicación del 
DNA del fago debe estar eficientemente organizada para permitir la amplificación 
simultánea de múltiples genomas virales en un corto espacio de tiempo. En el caso del 
bacteriófago φ29, el ciclo lítico se completa en aproximadamente 50 minutos, 
generando hasta 1.000 partículas de fago por cada célula infectada de B. subtilis, y se ha 
demostrado que φ29 se aprovecha de algunos componentes celulares durante la 
replicación del DNA viral, como el citoesqueleto bacteriano, el nucleoide y la 
membrana citoplasmática (Bravo and Salas, 1997; Ivarie and Pene, 1973; Muñoz-Espín 
et al., 2009, 2010, 2012). En concordancia con la producción de tan elevadas cantidades 
de progenie viral, el número de proteínas de replicación de φ29 que son sintetizadas en 
la célula infectada es muy alto. Por ejemplo, la cantidad de DNA polimerasa viral 
aumenta hasta 1.000 moléculas por célula durante el ciclo infectivo, y la TP hasta 
10.000 moléculas por célula (Bravo and Salas, 1997). Se ha determinado que la 
concentración intracelular de la proteína p1 aumenta a lo largo del ciclo infectivo, 
alcanzando niveles alrededor de 60 veces más altos que los de la DNA polimerasa viral 
(Bravo and Salas, 1997). 
 Los resultados de esta tesis, junto con los obtenidos previamente, nos permiten 
proponer un modelo sobre el papel biológico de la proteína p1 durante la replicación del 








































Fig. 37. Modelo del papel biológico de la proteína p1 durante la infección del fago φ29. (A, i) Una vez 
que la inyección del TP-DNA de φ29 (círculos rojos) tiene lugar, éste es reclutado al nucleoide bacteriano 
(A, ii). Mientras la replicación del DNA de φ29 procede en el cromosoma bacteriano, FtsZ forma una 
estructura anular (óvalos naranjas) en el futuro sitio de división (A, iii), y la proteína p1 (círculos azules) 
se asocia con el anillo Z (A, iv y v). La replicación del DNA del fago φ29 se distribuye hacia la membrana 
bacteriana a la par que el DNA bacteriano de nueva síntesis se segrega hacia los polos en estructuras 
helicoidales y, después de la elongación celular, se produce la formación del septo, que es seguida de la 
constricción celular y el desensamblaje de los componentes del divisoma (A, v-vii). La proteína p1 
permanece asociada a los futuros polos de las células hija alargadas, que presentan una superficie de 
membrana mayor para compartimentalizar el proceso de replicación del DNA (A, viii y ix). (B) El 
ensamblaje de la maquinaria de división ocurre en dos etapas en B. subtilis. Las proteínas de ensamblaje 
temprano son reclutadas al anillo Z directamente por FtsZ (B, i y ii) y la proteína p1 interacciona con los 
filamentos de FtsZ (B, ii). Las proteínas de ensamblaje tardío: FtsL, FtsW, DivIB, DivIC y PBP2B se 
asocian al complejo del divisoma y se produce la formación del septo transversal de división (B, iii). Las 
proteínas, el DNA viral, el nucleoide bacteriano y la membrana no están dibujadas a escala. 
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Después de que tenga lugar la inyección del TP-DNA, el genoma viral es 
reclutado al nucleoide bacteriano (Fig. 37A, ii) mediante el dominio de unión a DNA de 
la TP parental. El nucleoide bacteriano constituye un ambiente apropiado para la 
replicación y la transcripción del fago φ29, ya que contiene altas concentraciones de 
deoxi- y ribonucleótidos y también por el hecho de que el fago necesita usar la RNA 
polimerasa de B. subtilis, la cual se ha demostrado que está localizada en el nucleoide 
bacteriano (Lewis et al., 2000). El operón temprano localizado en el extremo izquierdo 
del genoma de φ29 codifica la proteína p1 y componentes esenciales de la maquinaria 
de replicación del DNA de φ29 (Salas, 1991). Cuando ésta se localiza en el nucleoide 
bacteriano, el genoma viral comienza a ser replicado y, al tiempo que comienza la 
división celular, el ensamblaje del anillo Z (Fig. 37A, iii y B, i) sirve como armazón 
para el reclutamiento de la proteína p1 (Fig. 37A, iv y v). Durante el reclutamiento de 
otras proteínas de división de ensamblaje temprano por medio de FtsZ, la proteína p1 
multimeriza formando protofilamentos bidimensionales y se organiza como una 
estructura en mitad de la célula (Fig. 37B, ii). Los resultados sugieren una asociación 
temprana de la proteína p1 con el anillo Z, que sería seguida por el reclutamiento de 
proteínas de ensamblaje tardío, involucradas en la formación del septo: FtsL, FtsW, 
DivIB, DivIC y PBP2B (Fig. 37B, iii). Esta asociación temprana se basa en que la 
localización de la proteína p1 no está alterada en células que no sintetizan PBP2B y, por 
tanto, es independiente de la síntesis de la pared del septo. Además, la proteína p1 se 
sintetiza desde el inicio del ciclo infectivo del fago φ29 (Bravo and Salas, 1997) y posee 
la capacidad de asociarse con FtsZ directamente. A tiempos medios después de la 
infección, la maquinaria de replicación del DNA del fago φ29 se distribuye siguiendo 
una localización helicoidal a lo largo de la membrana celular a la par que el DNA 
bacteriano de nueva síntesis se transloca hacia los polos (Fig. 37A, v) (Muñoz-Espín et 
al., 2009). A pesar de que se propuso inicialmente que la proteína p1 tendría un papel en 
la organización de la replicación del DNA de φ29 en la membrana bacteriana (Bravo et 
al., 2000), esta posibilidad parece improbable, debido al hecho de que la proteína p1 
localiza en el lugar del divisoma durante el ciclo de infección viral. De hecho, se ha 
demostrado que en los últimos estadíos de la replicación del DNA viral, la proteína de 
membrana p16.7 de φ29 es la responsable de asociar el DNA del fago a sitios 
periféricos, mediante la interacción con el citoesqueleto bacteriano de MreB, que 
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además se asocia con la membrana celular por toda la longitud bacteriana (Muñoz-
Espín et al., 2009). 
 El crecimiento y la división de bacterias con forma bacilar, tales como B. 
subtilis, requiere de un cambio coordinado y secuencial entre dos modos de crecimiento 
que probablemente compiten entre sí (Margolin, 2009). En células en crecimiento, el 
peptidoglicano se sintetiza por toda la pared celular en sentido longitudinal, lo que 
resulta en la elongación bacteriana (Fig. 37A, vi). Al tiempo que se produce la división 
celular, la maquinaria de síntesis de peptidoglicano cambia de longitudinal a la 
formación de un septo transversal, a lo que sigue la constricción celular y el 
desensamblaje de los componentes del divisoma (Fig. 37A, vii). En esta tesis, se ha 
determinado que las células de B. subtilis que sintetizan la proteína p1 poseen una 
longitud celular incrementada. La proteína p1 podría retrasar la formación del septo y/o 
el desensamblaje del divisoma en sus partes elementales y, de esta manera, la 
maquinaria de síntesis insertaría moléculas de peptidoglicano lateralmente por un 
periodo más largo antes de la división celular, resultando células hijas con una longitud 
incrementada (Fig. 37A, vii-ix). Debido a que la membrana bacteriana constituye el sitio 
donde la maquinaria de replicación del DNA de φ29 es finalmente redistribuida, su 
expansión por una división celular retrasada causada por la asociación de la proteína p1 
con el divisoma bacteriano proporcionaría una estrategia viral para optimizar la 
producción de grandes cantidades de DNA viral. De acuerdo con esto, la acumulación 
intracelular de DNA de φ29 se vio afectada significativamente cuando células de B. 
subtilis fueron infectadas con un fago mutante en el gen 1 (Bravo and Salas, 1997), y la 
producción del DNA viral se vio incrementada en una estirpe con mayor longitud que la 
estirpe silvestre. 
Recientemente se ha descrito que la proteína Gp0.4 del bacteriófago T7, que 
infecta a la bacteria Gram negativa E. coli, incrementa la longitud de las células en las 
que está presente (Kiro et al., 2013), al igual que ocurre con las células de B. subtilis 
que sintetizan la proteína p1. Este alargamiento celular conferido por Gp0.4 en E. coli 
está producido por una inhibición de la función de la proteína FtsZ y confiere una 
ventaja competitiva respecto a los fagos que no sintetizan la proteína Gp0.4. En 
concreto, se ha demostrado que Gp0.4 inhibe el ensamblaje de filamentos de FtsZ in 
vitro y que mutantes espontáneos insensibles a la toxicidad de Gp0.4 presentan una 
mutación en FtsZ (FtsZ9). Además, células que sintetizan la proteína FtsZ9 no 
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presentan apenas incremento en la longitud celular cuando sintetizan la proteína Gp0.4, 
como sí ocurre en células que sintetizan FtsZ silvestre y la proteína Gp0.4. Finalmente, 
se demuestra que la presencia de Gp0.4 aumenta la cantidad de fago producido, respecto 
a la ausencia de Gp0.4. Estos resultados están de acuerdo con los resultados obtenidos 
con la proteína p1 del bacteriófago φ29 y muestran que la estrategia de unión a FtsZ y el 
alargamiento celular para producir mayor progenie viral podría estar ampliamente 
extendida, pues se ha demostrado en especies tan distantes como la bacteria Gram 
negativa E. coli y la bacteria Gram positiva B. subtilis. 
Durante el transcurso de esta tesis, se ha determinado que la proteína p1 del 
bacteriófago φ29 aumenta la longitud de las células de B. subtilis y que las células con 
mayor longitud celular acumulan más DNA del fago φ29. Sin embargo, se desconoce de 
qué manera actúa la proteína p1 para aumentar la longitud celular. Dado que la proteína 
p1 se asocia con el divisoma, parece claro que esta proteína tendría una función 
antagónica del divisoma, desestabilizándolo de alguna manera. La interacción in vitro 
entre la proteína p1 y FtsZ apunta a pensar que la acción antagónica de p1 sobre el 
divisoma recaería en una inhibición o una ralentización de la polimerización de FtsZ 
durante la formación del anillo Z. Además, también se ha visto que la proteína p1 
requiere de FtsZ para localizar en el sitio de división in vivo, por lo que parece clara la 
asociación entre ambas proteínas. A pesar de ello, se desconoce cuál sería el mecanismo 
de acción de la proteína p1 para retrasar la formación del anillo de FtsZ. Se sabe que la 
proteína FtsA es necesaria para un ensamblaje eficiente del anillo Z en mitad de la 
célula de B. subtilis y que FtsA se asocia con FtsZ de forma independiente a la 
presencia del anillo Z (Jensen et al., 2005). Así, la proteína p1 podría competir con FtsA 
por la unión de FtsZ. De esta manera, las moléculas de FtsZ que fueran secuestradas por 
la proteína p1, no se unirían a FtsA y se ralentizaría la formación del anillo Z, 
provocando una división celular retrasada. Mientras la división celular no se produce, la 
célula sigue elongándose para generar futuras células hijas y entonces la célula, todavía 
sin dividir, presenta mayor longitud que las células que no sintetizan p1, pues estas 
últimas se dividen a un ritmo normal.  
Actualmente existe evidencia de que los virus eucarióticos han desarrollado la 
capacidad de hacer uso de los componentes citoesqueléticos de actina y tubulina. 
Paradójicamente, mientras la citocinesis bacteriana está organizada por el homólogo de 
tubulina FtsZ, el anillo contráctil eucariótico está formado por actina. Por otro lado, 
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mientras el citoesqueleto bacteriano está organizado por el homólogo de actina MreB, 
las células eucarióticas dependen de los microtúbulos de tubulina. Se sabe que algunos 
virus eucarióticos afectan al curso normal de la citocinesis. Por ejemplo, la proteína de 
la nucleocápsida del coronavirus del síndrome respiratorio agudo severo inhibe la 
citocinesis y la proliferación celular mediante la interacción con el factor humano de 
elongación de la traducción 1α (EF1α) (Zhou et al., 2008), y la proteína replicasa P90 
del virus Rubella, que interacciona con la proteína reguladora de citocinesis Citron-K 
quinasa, causa detención en el ciclo celular y aberraciones cromosómicas (Atreya et al., 
2004). Después de infectar a la célula eucariótica, el transporte basado en el 
citoesqueleto provee a numerosos virus de los medios para alcanzar el lugar de 
replicación (normalmente el núcleo) y genera la ruta para que la progenie recién 
ensamblada abandone la célula infectada. Además de la actina, muchos virus son 
capaces de usar la red de microtúbulos como vías para mover sus componentes a través 
del denso citoplasma (Taylor et al., 2011). Los adenovirus, que replican sus genomas de 
forma similar a φ29, mediante un mecanismo de proteína cebadora, mueven sus 
cápsidas de forma dependiente a microtúbulos para llegar al núcleo celular, por lo que 
son capaces de utilizar homólogos eucarióticos de la proteína bacteriana FtsZ 
(Suomalainen et al., 1999). 
Recientemente se ha descrito que ciertos bacteriófagos utilizan proteínas 
relacionadas con la tubulina y con FtsZ para una segregación correcta de su DNA. 
Aunque de forma diferente al fago φ29, estos fagos hacen uso de proteínas del tipo 
tubulina/FtsZ para aumentar la eficiencia en la replicación o el mantenimiento de sus 
genomas a lo largo del tiempo. De hecho, codifican su propia proteína que es homóloga 
a tubulina y/o a FtsZ. El bacteriófago c-st de Clostridium botulinum porta en su genoma 
una secuencia que da lugar a la proteína CST189, que es del tipo tubulina/FtsZ y que se 
ha clasificado como TubZ (Oliva et al., 2012), una familia de proteínas relacionadas 
con tubulina, pero también con FtsZ, que se descubrieron anteriormente y que están 
implicadas en la segregación de ciertos plásmidos en Bacillus anthracis y Bacillus 
thuringiensis (Larsen et al., 2007; Tang et al., 2006; Tinsley and Khan, 2006). La 
proteína de la familia TubZ codificada por el fago c-st de C. botulinum ensambla en 
filamentos dobles helicoidales que unen e hidrolizan GTP y, junto con las proteínas 
TubR y TubY, también codificadas en el genoma del bacteriófago, constituiría un 
sistema de segregación del genoma del fago. Recientemente se ha resuelto la estructura 
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tridimensional de la proteína TubZ del fago φKZ de Pseudomonas. Esta proteína 
muestra un plegamiento del tipo tubulina/FtsZ con un sitio GTPasa y forma 
protofilamentos canónicos (Aylett et al., 2013).  Por otro lado, el bacteriófago 201φ2-1, 
que infecta a la bacteria Pseudomonas chlororaphis, codifica una proteína homóloga a 
tubulina y FtsZ, que ha sido denominada PhuZ (Kraemer et al., 2012). Esta proteína 
ensambla un análogo al huso mitótico de las células eucariotas, que actuaría en la 
segregación del genoma recién replicado.  
Además de los ejemplos citados en fagos, se conocen casos de bacterias que 
codifican sus propias proteínas de la familia tubulina/FtsZ. Como ya se ha comentado, 
ciertos plásmidos de B. anthracis y B. thuringiensis codifican su propia proteína TubZ, 
pero además existen bacterias que codifican un tipo diferente de tubulina. En un número 
limitado de especies del género Prosthecobacter existen las proteínas BtubA y BtubB, 
que tienen más similitud con la tubulina eucariótica alpha y beta, que con FtsZ o TubZ 
(Jenkins et al., 2002). Estas proteínas de Prosthecobacter forman microtúbulos 
compuestos sólo por 5 protofilamentos, que podrían ser homólogos ancestrales de los 
microtúbulos eucariotas compuestos por 13 protofilamentos (Pilhofer et al., 2011). 
Estos hallazgos de proteínas tipo tubulina (FtsZ, TubZ, PhuZ, BtubA/B), unidos al 
conocimiento que ya se tenía sobre las estructuras formadas por homólogos procariotas 
de proteínas eucariotas tipo actina (MamK, ParM, Alf, MreB, FtsA) o tipo filamentos 
intermedios (CreS, Ccrps), demuestran que, lejos de tener un interior celular 
desorganizado, las células procariotas constan de un citoesqueleto interno complejo 
capaz de organizar procesos vitales (para una revisión reciente, ver Celler et al., 2013; 
Pilhofer and Jensen, 2013). Como se ha comentado anteriormente, este citoesqueleto 
bacteriano sirve al bacteriófago φ29 para organizar la replicación de su genoma en la 
membrana, por medio de las proteínas de la familia MreB (MreB, Mbl y MreBH) y la 
proteína viral p16.7 y, por otra parte, el fago φ29 es capaz de secuestrar la región del 
citoesqueleto configurada por el anillo Z, mediante la asociación de la proteína p1 a la 
proteína bacteriana FtsZ y al divisoma. Por tanto, el citoesqueleto bacteriano aparece 
como un componente fundamental en la replicación del DNA del bacteriófago φ29 in 
vivo, ya sea por la capacidad de distribución de los genomas recién replicados o bien 





Papel de la región C-terminal de la proteína p1 en la asociación a la membrana 
bacteriana 
 
Como ya se ha comentado, la proteína p1 se une a la proteína bacteriana FtsZ y 
además se podría estabilizar esta unión asociándose a la membrana lipídica. De acuerdo 
con esto, se determinó con anterioridad que las láminas de protofilamentos formadas 
por la proteína p1 poseen la capacidad de asociarse a la membrana bacteriana (Serrano-
Heras et al., 2003). Durante el desarrollo de esta tesis se ha intentado identificar la 
región de la proteína p1 responsable de esta asociación. Mediante mutantes de deleción 
se ha establecido que al delecionar cinco aminoácidos del extremo C-terminal, la 
proteína resultante mantiene su asociación con la membrana bacteriana y su naturaleza 
anfifílica, así como la capacidad de complementar la replicación del fago φ29 
sus1(629). Sin embargo, al delecionar once aminoácidos del extremo C-terminal de la 
proteína p1, se pierde la asociación con la membrana bacteriana y la naturaleza 
anfifílica. Por tanto, la deleción de alguno o algunos de los aminoácidos comprendidos 
entre el sexto y el undécimo aminoácido del extremo C-terminal de la proteína p1 es 
importante para su asociación con la membrana y su naturaleza anfifílica. Como se ha 
comentado, entre estos seis aminoácidos de la proteína p1 se encuentra una secuencia de 
cuatro aminoácidos que está totalmente conservada en fagos relacionados con φ29 (ver 
Fig. 9), el segmento VLFG. Los resultados indican fuertemente que este segmento sea 
el responsable de la asociación de la proteína p1 a la bicapa lipídica, pues cuando se 
deleciona esta secuencia junto con los dos aminoácidos que la flanquean, se pierde la 
asociación a la membrana bacteriana y la naturaleza anfifílica de p1. 
Una clase minoritaria de proteínas de membrana son las proteínas ancladas por 
el extremo C-terminal (“C-tail anchored proteins” o proteínas TA) (Kutay et al., 1993), 
a la que pertenecen, entre otras proteínas, el citocromo b5, el antígeno T mediano del 
virus polioma, Bcl-2 y la sinaptobrevina o la subunidad TssL del sistema de secreción 
de tipo IV de E. coli. Estas proteínas se unen a la membrana de manera post-
traduccional, mediante un segmento transmembrana C-terminal y no utilizan el 
complejo Sec61 ni la partícula de reconocimiento de señal (SRP) que son requeridos en 
la inserción co-traduccional de las proteínas en la membrana (Kutay et al., 1995). Se ha 
descrito que la especificidad de la unión a la membrana parece estar configurada en las 
características físico-químicas del segmento señal más que en la secuencia aminoacídica 
Discusión 
 107 
de dicho segmento (Halbach et al., 2006). El segmento transmembrana de las proteínas 
TA está flanqueado en ambos extremos por cortas secuencias que suelen contener 
residuos cargados (Wattenberg and Lithgow, 2001). Precisamente el residuo 75 de la 
proteína p1 es una lisina, que es un residuo con carga, y seguidamente aparecen 
residuos hidrofóbicos que terminan con otra lisina en la posición 85. La supresión de 
esta secuencia de residuos hidrofóbicos, flanqueada por residuos no hidrofóbicos, 
resulta en la no asociación de la p1 a la membrana bacteriana. De esta manera, parece 
que estos residuos facilitarían la unión de la proteína p1 a la membrana. Cabe especular 
con la posibilidad de que la proteína p1 sea una “C-tail anchored protein” que se asocia 
con FtsZ para ralentizar la formación del divisoma y así conferir una mayor superficie 
en la membrana celular para compartimentalizar los genomas de φ29 de nueva síntesis 
en la célula procariota. La proteína p1 se asociaría con la membrana y, de esta manera, 
se estabilizaría la unión con FtsZ. 
En el desarrollo de esta tesis, se ha intentado tener una aproximación a la 
estructura secundaria de la proteína p1ΔC11 y se han realizado con ella experimentos de 
dicroísmo circular. Como se puede observar en el apartado Resultados, la proteína 
p1ΔC11 presenta una estructura desordenada, abarcando entre el 38 y el 58% de su 
secuencia. Existe una clase de proteínas que están intrínsecamente desordenadas 
estructuralmente (IDPs) (Dunker et al., 2001) o bien que contienen regiones 
intrínsecamente desordenadas (IDRs) de, al menos, 20-30 residuos de longitud. Estas 
proteínas realizan su función con estos segmentos desordenados y precisamente gracias 
al desorden en su estructura les confiere determinadas características de movilidad. Se 
sabe ahora que las IDPs y las IDRs son muy comunes en la naturaleza y están 
abundantemente involucradas en numerosos procesos biológicos (Dunker et al., 2000; 
Ward et al., 2004; Wright and Dyson, 1999; Xue et al., 2012). Entre las funciones que 
realizan las IDRs, se encontrarían las relacionadas con las interacciones con otras 
moléculas, las derivadas de su actividad entrópica y las funciones de tipo chaperona 
(Uversky, 2013). La capacidad de los virus para controlar diversas rutas y procesos 
dentro de la célula hospedadora es bien conocida. Una de las estrategias utilizadas por 
ciertas proteínas virales es la mimetización de motivos lineares cortos (SLiMs) de 
proteínas del hospedador (Davey et al., 2011). Los motivos SLiM son secuencias 
aminoacídicas cortas desestructuradas, que forman superficies de interacción funcional, 
localizadas en IDRs. Estos motivos sirven al hospedador para regular determinadas 
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funciones celulares, de las que se apropiará el virus para desarrollar su ciclo vital. El 
virus simplemente tendría que mimetizar las SLiMs del hospedador, lo que puede ser 
relativamente sencillo, pues las secuencias son cortas. Resulta tentativo especular que la 
proteína p1 tuviera alguna SLiM en su secuencia, pues como se ha podido comprobar 
mediante dicroísmo circular, la proteína p1ΔC11 presenta una o más regiones con 
estructura desordenada. Si éste fuera el caso, la proteína p1 podría actuar mimetizando 
alguna SLiM de alguna proteína del divisoma de B. subtilis. Recientemente se ha 
determinado que la región que une el dominio globular N-terminal con el dominio C-
terminal de la proteína FtsZ de B. subtilis actúa como una IDR (Buske and Levin, 2013) 
y que ocurre lo mismo en la proteína FtsZ de E. coli (Gardner et al., 2013). De hecho, 
ambas regiones son intercambiables. Esta región de unión entre el dominio N-terminal y 
la región C-terminal de la proteína FtsZ podría ser mimetizada por la proteína p1 como 
si fuera una SLiM y, de esta manera, la proteína p1 se podría unir a FtsZ, ralentizando 
su ensamblaje y la formación del anillo Z. Así, la proteína p1 podría interaccionar con la 
SLiM de FtsZ, haciendo que la SLiM de la molécula de FtsZ no tuviera la suficiente 
movilidad o estructura determinada como para que el monómero de FtsZ pudiera unirse 
con otro monómero de FtsZ y ensamblar de manera eficiente el anillo Z. De cualquier 
forma, el efecto inhibitorio que la proteína p1 tiene sobre FtsZ y la formación del anillo 
Z no parece ser total, sino más bien algo atenuado, pues se ha visto que las células que 
sintetizan p1 presentan alrededor de un 50% más de longitud celular. Si hubiese una 
inhibición total de la formación del anillo Z, sería esperable células más largas que un 
50% en las condiciones experimentales probadas (alrededor de dos generaciones). Así, 
el bacteriófago φ29 optimizaría los recursos del hospedador en su propio beneficio para 
la obtención de una mayor progenie. 
 
 
Papel biológico de la proteína p17 
 
Los resultados obtenidos en cuanto a la localización subcelular de la proteína 
p17 del fago φ29 y a la interacción de esta proteína con la proteína p16.7 del mismo 
organismo, sugieren un papel adicional de la proteína p17, además del ya conocido en la 
inyección del DNA viral dentro de la célula de B. subtilis. Como se ha podido ver, la 
proteína p17 de φ29 localiza siguiendo un patrón helicoidal en células de B. subtilis, de 
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manera similar a como lo hace la proteína p16.7. Esta distribución de p17 es 
independiente de otros componentes virales, ya que ocurre en células que sintetizan la 
proteína codificada en trans a partir de un plásmido insertado en el genoma bacteriano, 
en ausencia de infección viral. Además, la localización de la proteína p17, a diferencia 
de la de la proteína p16.7, no depende de los componentes citoesqueléticos MreB, Mbl, 
ni MreBH. Por otra parte, según el resultado de entrecruzamiento químico in vitro, la 
proteína p17 podría interaccionar directamente con la proteína p16.7. El papel biológico 
adicional que podría presentar la proteína p17 sería el de estabilizar la asociación en la 
membrana y la asociación con el citoesqueleto bacteriano de la proteína 16.7. Como 
consecuencia, la proteína p17 podría hacer más eficiente la replicación del DNA del 
fago φ29, como se ha visto que ocurre por comparación con un fago que no sintetiza la 
proteína p17 (Crucitti et al., 1998). Como ya se ha comentado, la proteína p16.7 tiene la 
capacidad de unirse a DNA de cadena doble y simple y distribuye la replicación del 
DNA viral de manera helicoidal en la célula de B. subtilis. Esta distribución sería 
facilitada por la interacción de p16.7 con la proteína p17.  
Por otro lado, se ha observado que la proteína p17 interacciona con la proteína 
p1 (experimento de doble híbrido en bacteria). En este sentido, mediante ensayos de 
inmunoprecipitación de cromatina y PCR a tiempo real, se determinó la importancia que 
tienen la proteína p1 y la proteína p17 para una unión eficiente de la proteína p6 al DNA 
del fago φ29 in vivo (González-Huici et al., 2004a). Cuando, bien la p1 o bien la p17 no 
está presente, la cantidad de DNA viral inmunoprecipitado mediante la proteína p6 es 
menor que cuando están presentes ambas proteínas p1 y p17 (i. e. en una infección con 
el fago φ29 silvestre). Además, la cantidad de DNA viral inmunoprecipitado por unión 
de la proteína p6 aumentaba proporcionalmente más en la infección con los fagos que 
no sintetizaban p1 o p17 que en la infección con el fago φ29 silvestre cuando se añadía 
novobiocina, respecto de la situación basal sin novobiocina. Ya que la novobiocina 
cambia la topología del DNA porque produce una pérdida de superhelicidad negativa en 
éste, las proteínas p1 y p17 podrían estar involucradas en el mantenimiento de la 
topología adecuada del DNA de φ29 y podrían facilitar así la unión de p6 al DNA viral. 
 
En conclusión, la proteína p1 desarrolla un papel importante en la replicación 
del DNA del bacteriófago φ29 in vivo. Su ausencia durante el desarrollo del ciclo viral 
produce una pérdida en la eficiencia de la replicación del DNA a 37 ºC. Mediante la 
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asociación de la proteína p1 con el divisoma de B. subtilis, el fago φ29 modifica la 
longitud de la célula hospedadora y provoca que haya una mayor superficie de 
membrana donde se pueden reorganizar los genomas virales recién replicados. Como 
consecuencia de unas células con mayor longitud, se ha observado que el fago φ29 
produce mayor cantidad de DNA viral a tiempos tardíos después de la infección y 
produce, también, mayor número de partículas infectivas que en las células de tamaño 
normal. La asociación de la proteína p1 con el divisoma depende de FtsZ, pero no 
depende de la síntesis del septo, como se ha determinado utilizando estirpes mutantes de 
B. subtilis que no sintetizan las proteínas FtsZ o PBP2B. Los resultados indican que la 
asociación de p1 con el divisoma ocurre mediante la interacción directa con FtsZ, y esto 
se basa en experimentos de pull-down y de entrecruzamiento químico in vitro. Esta 
interacción podría estar además estabilizada por la unión de la proteína p1 con la 
membrana bacteriana. Los resultados de esta tesis apoyan la importancia del segmento 
de aminoácidos VLFG (completamente conservado en proteínas homólogas a p1 en 
fagos de la familia de φ29) en la asociación con la membrana y en la naturaleza 
anfifílica de esta proteína. A nivel de interacción, tenemos evidencia de que p1 podría 
asociarse con la proteína viral p17 durante la infección, como se ha observado en 
ensayos de doble híbrido en bacteria. Las proteínas p1 y p17 son requeridas para 
mantener la topología correcta del DNA de φ29 durante el ciclo viral (González-Huici 
et al., 2004a). Mediante experimentos de inmunofluorescencia, hemos mostrado que la 
proteína p17 localiza siguiendo un patrón helicoidal en la célula hospedadora y esta 
localización es independiente de la presencia de otras proteínas del fago, como p16.7, 
así como tampoco depende de la presencia de las proteínas del citoesqueleto bacteriano 
MreB, Mbl y MreBH. En conjunto, hemos profundizado en el conocimiento de la 
replicación del fago φ29 in vivo y en el papel biológico que juegan algunas de las 





1-La región de la proteína p1 que contiene los aminoácidos desde la Val75 hasta la 
Ala80, que incluye el segmento VLFG, es importante para la asociación de la proteína 
p1 del bacteriófago φ29 a la membrana bacteriana. En particular, los aminoácidos del 
segmento VLFG de la proteína p1 parecen esenciales para que esta asociación tenga 
lugar. 
2-La proteína p1ΔC11 tiene una estructura secundaria con alto porcentaje de desorden. 
3-La proteína p1 del bacteriófago φ29 localiza en el lugar donde se forma el divisoma 
en la célula de B. subtilis, tanto en células infectadas por el bacteriófago φ29 como en 
ausencia de otros componentes virales. 
4-La proteína p1 se asocia in vivo con el divisoma de B. subtilis, colocalizando con el 
anillo Z, e interacciona con FtsZ in vitro.  
5-La localización de la proteína p1 en el sitio del divisoma en la mitad celular se pierde 
en ausencia de FtsZ, por lo que su distribución subcelular depende de esta proteína. En 
cambio, la localización subcelular de la proteína p1 es independiente de la síntesis del 
septo. 
6-La síntesis de la proteína p1 en células de B. subtilis produce alargamiento celular. 
Esto ocurre tanto en células infectadas con el fago φ29, como en células en las que no 
hay otros componentes virales aparte de la proteína p1. 
7-Las células de B. subtilis con longitud incrementada presentan una mayor replicación 
del DNA del bacteriófago φ29 y una mayor formación de partículas virales infectivas. 
8-La proteína p1 y la proteína p17 del fago φ29 interaccionan entre sí. 
9-La proteína p17 del bacteriófago φ29 localiza siguiendo un patrón helicoidal en 
células de B. subtilis infectadas. Esta localización es independiente de la presencia de 
las proteínas citoesqueléticas MreB, Mbl y MreBH y de la proteína viral p16.7. 
10-La proteína p17 colocaliza parcialmente con la proteína p16.7 del fago φ29 y ambas 
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Tabla S1. Estirpes utilizadas. 
Estirpe Genotipo relevantea Construcción, origen o referenciac 













φ80dlacZΔM15, recA1, endA1, gyrAB, thi-1, hsdR17(rK-, mK+), supE44, 
relA1, deoR, Δ(lacZYA-argF) U169, phoA  
 
recA1, endA1, gyrA96, thi-1, hsdR17(rK-, mK+), supE44, relA1, lac,  [ F', 
proAB, lacIqZΔM15::Tn10(tetr)] 
 
F–, ompT, hsdSB(rB-, mB-), dcm, gal, λ(DE3) 
 
BL21(DE3) que contiene el plásmido pT7-3/p1ΔC11 
BL21(DE3) que contiene el plásmido pT7sF6w con el gen 1 de φ29 
 
  Stock del laboratorio 
 
 
Stock del laboratorio 
 
 
Stock del laboratorio 
 
pT7-3/p1ΔC11 → BL21(DE3) (Amp) 
Stock del laboratorio 
B. subtilis   
168 trpC2, considerada estirpe silvestre B.G.S.C.b 
SWV215 trpC2 pheA1 Ω(spo0A::kan) Xu and Strauch (1) 
168∆spo0A  trpC2 Ω(spo0A::kan) SWV215 → 168 (Km) 
168/YFP-p1 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p1 spc) pSG5472/YFP-p1 → 168 (Sp) 
DBP-001 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p1 spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 → 168/YFP-p1 
1057 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-ftsZ–cfp spc)  Feucht and Lewis (2) 
DBP-002 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p1 spc) Ω(thrC::Phiper-spank-ftsZ-cfp erm) pSG5472/YFP-p1, pDP150/FtsZ-CFP → 168 (Sp, Erm) 
1801 trpC2 chr::pJSIZΔpble (Pspac–ftsZ ble) Marston et al. (3) 
DBP-003 trpC2 chr::pJSIZΔpble (Pspac–ftsZ ble) Ω(amyE::Pxyl-yfp-p1 spc) pSG5472/YFP-p1 → 1801 (Sp) 
804 trpC2 Ω(ftsL::pSG441 aphA-3 Pspac-pbpB neo)799(φ105J506) cat Pxyl-ftsL Daniel et al. (4) 
DBP-004 trpC2 Ω(ftsL::pSG441 aphA-3 Pspac-pbpB neo)799(φ105J506) cat Pxyl-ftsL 
Ω(amyE::Pxyl-yfp-p1 spc) 
pSG5472/YFP-p1 → 804 (Sp) 
168ftsZHis trpC2 Ω( ftsZ::pMUTinHisΔftsZ) Ishikawa et al. (5) 
168His trpC2 Ω( ftsZ::pMUTinHisΔftsZ) Ω(spo0A::kan) SWV215 → 168ftsZHis (Km) 
DBP-005 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-p1 erm) pDP150/p1 → 168 (Erm) 
DM-024 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp erm) Muñoz-Espín et al. (6) 
JH642 trpC2 pheA1 Perego et al. (7) 
PL1780 JH642 ezrA::ezrA(R510D) spc Haeusser et al. (8) 
DBP-006 trpC2 pheA1 Ω(spo0A::kan) SWV215 → JH642 (Km) 
DBP-007 JH642 ezrA::ezrA(R510D) spc Ω(spo0A::kan) SWV215 → PL1780 (Km) 
110NA trpC2 spo0A- su- Moreno et al. (9) 
110NA/pPR54 110NA que contiene el plásmido pPR54 Serrano-Heras et al. (10) 
110NA/p1 110NA que contiene el plásmido pPR53/p1 Stock del laboratorio 
110NA/p1ΔC2 110NA que contiene el plásmido pPR53/p1ΔC2 pPR53/p1ΔC2→ 110NA (Ph y Neo) 
110NA/p1ΔC5 110NA que contiene el plásmido pPR54/p1ΔC5 pPR54/p1ΔC5→ 110NA (Ph) 
110NA/p1ΔC11 110NA que contiene el plásmido pPR54/p1ΔC11 pPR54/p1ΔC11→ 110NA (Ph) 
YB886 trpC2, metB10, xin-1, SPβ - Yasbin et al. (11)  
MO-99  spo0A-, su+3 Moreno et al. (9) 
DM-001 trpC2 Ω(neo3427)ΔmreB Ω(spo0A::erm) Muñoz-Espín et al. (12) 
DM-002 trpC2 Ω(mbl::spc) Ω(spo0A::erm) Muñoz-Espín et al. (12) 
DM-003 trpC2 Ω(mreBH::cat) Ω(spo0A::erm) Muñoz-Espín et al. (12) 
a. Abreviaturas de los genes de resistencia a antibióticos: neo, neomicina; spc, espectinomicina; kan, kanamicina; erm, eritromicina; cat, cloranfenicol.   
b. Bacillus Genetic Stock Center 
c.      “X” → “Y” indica que la estirpe Y ha sido transformada con DNA proveniente de X, con los marcadores de selección entre paréntesis.  
         Amp: ampicilina; Sp, espectinomicina; Em, eritromicina; Km, kanamicina; Ph, fleomicina; Neo, neomicina. 
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Tabla S2. Bacteriófagos usados. 
Fago Origen o referencia 
φ29 silvestre Stock del laboratorio 
φ29 sus14(1242) Jiménez et al. (1) 
φ29 sus1(629) Reilly et al. (2) 
φ29 sus16.7(48)/sus14(1242) Meijer et al. (3) 
 
(1) Jiménez, F., Camacho, A., De La Torre, J., Viñuela, E. and Salas, M. (1977) Assembly 
of Bacillus subtilis phage φ29. 2. Mutants in the cistrons coding for the non-structural 
proteins. Eur J Biochem 73(1): 57-72 
(2) Reilly, B.E., Zeece, V.M. and Anderson, D.L. (1973) Genetic study of suppressor-
sensitive mutants of the Bacillus subtilis bacteriophage φ29. J Virol 11(5): 756-760 
(3) Meijer, W.J., Serna-Rico, A. and Salas, M. (2001). Characterization of the 
bacteriophage φ29-encoded protein p16.7: a membrane protein involved in phage DNA 
replication. Mol Microbiol 39: 731-746. 
 
Tabla S3. Plásmidos usados 
Plásmidos Características relevantes Referencia 
pSG5472 Derivado de pSG1729 que contiene el gen yfpmut2 en vez de gfpmut1 Muñoz-Espín et al. (1) 
pSG5472/YFP-p1 pSG5472 que contiene la fusión yfp::p1 Este trabajo 
pDP150 Vector integrativo en el locus thrC con el promotor Phyper-spank. 
Derivado de pDR111 
Kearns and Losick (2) 
pDP150/FtsZ-CFP pDP150 que contiene la fusión ftsZ::cfp Este trabajo 
pDP150/p1 pDP150 que contiene el gen 1 de φ29 Este trabajo 
pT7-3/p1∆C11 pT7-3 que contiene la secuencia 1∆C11 Este trabajo 
pPR53 Derivado del plásmido pUB110 Stock del laboratorio 
pPR53-p1 pPR53 que contiene el gen 1 del fago φ29 Stock del laboratorio 
pPR53-p1∆C2 pPR53 que contiene la secuencia 1∆C2 Este trabajo 
pPR54 Derivado del pPR53. Contiene el gen cI857 que codifica un represor 
termosensible del promotor PR	   Serrano-Heras et al. (3) 
pPR54-p1∆C5 pPR54 que contiene la secuencia 1∆C5 Este trabajo 
pPR54-p1∆C11 pPR54 que contiene la secuencia 1∆C11 Este trabajo 
pKT25 vector de fusión C-terminal Karimova et al. (4) 
p25N vector de fusión N-terminal  Karimova et al. (4) 
pUT18 vector de fusión N-terminal Karimova et al. (4) 
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